







Ruprecht - Karls - Universität
Heidelberg
vorgelegt von




Etablierung und Charakterisierung eines Hautmodells zur Analyse 
epidermaler Regeneration, dermaler Histogenese und 
endothelialer Vaskulogenese in vitro.
Gutachter: Prof. Dr. Peter Angel 
  Prof. Dr. Petra Boukamp
Tag der mündliche Prüfung: 05.Februar 2009
„Dicebat Bernardus Carnotensis nos esse quasi nanos gigantum 
umeris insidentes, ut possimus plura eis et remotiora videre, 
non utique proprii visus acumine, aut eminentia corporis, sed 
quia in altum subvehimur et extollimur magnitudine gigantea.“ 
„Bernhard von Chartres sagte, wir seien gleichsam Zwerge, die auf 
den Schultern von Riesen sitzen, um mehr und Entfernteres als diese 
sehen zu können - freilich nicht dank eigener scharfer Sehkraft oder 
Körpergröße, sondern weil die Größe der Riesen uns emporhebt.“
Für meine Mutter
Danksagung
Diese Arbeit entstand in der Zeit vom Juni 2005 
bis Dezember 2008 in der Abteilung Genetik der 
Hautcarcinogenese von Prof. Dr. Petra Boukamp 
am Deutschen Krebsforschungszentrum 
Heidelberg und wurde unter der Anleitung von 
Dr. Hans-Jürgen Stark angefertigt.
Zu allererst möchte ich mich bei Frau Prof. Dr. Petra Boukamp bedanken, die mir die Möglichkeit gab, 
in ihrer attraktiven Arbeitsgruppe mitzuwirken und meine Ergebnisse jederzeit zu diskutieren. Dein 
Vertrauen und Deine wissenschaftliche Unterstützung haben mich nachhaltig geprägt. Ebenso möchte 
ich Dir danken, dass Du mir nach misslungenen sportlichen Aktivitäten immer Rückhalt gegeben hast.
Dr. Hans-Jürgen Stark gebührt mein Dank für seinen täglichen Enthusiasmus am Fortgang dieser Arbeit 
und seine permanente Bereitschaft, die erzielten Ergebnisse ausgiebig zu diskutieren und folglich neue 
Ideen zu entwickeln und zu realisieren. Ich kann mir einen Laboralltag ohne Deinen Wissensdurst (und 
Deinen zweideutigen Humor) nur schwer vorstellen. Ich danke Dir auch für Deinen Endspurt, den Du 
zur Fertigstellung dieser Arbeit an den Tag gelegt hast.
Bei Prof. Dr. Peter Angel möchte ich mich für seinen Einsatz im „PhD Advisory Committee“ sowie für 
seine Bereitschaft bedanken, dass er als Gutachter dieser Arbeit auftritt.
Herrn Prof. Dr. Norbert E. Fusenig danke ich dafür, dass er mir 2003 nicht nur Heidelberg sondern auch 
die Forschung in seiner Abteilung schmackhaft gemacht hat. Für Deine wissenschaftlichen Anregungen 
sowie für Deine Unterstützung bei der Erstellung der Publikationen bin ich sehr dankbar. PD Dr. 
Margareta Müller danke ich für die Diskussionen im Kreis des „PhD Advisory Committee“. An meiner 
Ader zur extrazellulären Matrix trägt PD Dr. Dirk Breitkreutz einen wesentlichen Anteil - „The message 
is in the matrix!“ Bei Dr. Nicolae Mirancea und Silke Prätzel-Wunder möchte ich mich für die Anfertigung 
der ausgezeichneten Ultrastruktur-Bilder bedanken. 
Iris Martin und Katrin Schmidt sind mehr als nur kostbare Schätze im Labor. Erst durch euch wurde die 
Zellkultivierung zu einem unvergesslichen Erlebnis. Danke für euer tägliches Strahlen.
Ein großes Dankeschön gebührt allen Mitgliedern der Boukamp-Abteilung sowie allen assoziierten 
Gefährten, insbesondere Dr. Mara Amoros, Michael Angstmann, Christine Baderschneider, Mareike 
Barth, Dr. Susanne Buschke, Dr. Sofia Depner, Dr. Dr. Andrea Pigna Ditadi, Moritz Durchdewald, Dr. 
Berit Falkowska-Hansen, Dr. Karin Greulich-Bode, Sabrina Gundermann, Nathalie Jurisch, Jasmin 
Kollar, Stefanie Krenzer, Angelika Krischke, Dr. Damir Krunic mein Mann, Angelika Lampe, Dr. Lutz 
Langbein, Dr. Wiltrud Lederle, Jutta Leykauf, Nina Linde, Sonja Muffler, Dr. Seema Noor, Anikó Pálfi, 
Steffen Rickelt, Dr. Sabine Rosenberger, Holger Russ, Hermann Stammer, Dr. Silvia Vosseler, Katrin 
Wischermann sowie BioContact e.V. und dem DKFZ-Fussballteam.
To the „Spetes community“ I’d like to say thank you, mille grazie, muitíssimo obrigado, muchas gracias, 
ευχαριστώ πολύ, teşekkür for our fantastic time in September 2007 - Spetses forevermore!
Meiner Hans-Thoma-Platz- sowie der Rottmann-WG danke ich für die privaten Vergnügsamkeiten und 
Ablenkungen vom Laboralltag. Ohne Dr. Melanie Struwe, Tim Lütkepohl und auch Claudia Hagedorn 
wären viele Wochenenden trostlos verstrichen - ich danke euch für eure tiefe Freundschaft. 
KLODI SHPIRTI IM TI JE ME E MIRA PER MUA NE LIDHJE ME PUNEN E DOKTORATES. ME NATYREN TENDE 
DREJT PER DREJTE ME SY E VESH HAPUR EDHE NGA UNE PA PERTUAR KE GJETUR RRUGEN PER TE 
ZGJIDHUR EDHE PROBLEMET E MIJA PRANDAJE. SHUME FALEMINDERIT. ICH DICH PESEMIJE HERE!
Mein ganz persönlicher Dank geht natürlich an meine Mutter - ohne Deine Unterstützung wäre dieser 





Ac-LDL-DiI Farbstoff-markiertes, azetyliertes Low Density Protein
α-SMA  „α-smooth muscle actin“, α-Glattmuskel-Aktin
bFGF  „basic fibroblast growth factor“, basischer Fibroblasten-Wachstumsfaktor




BSA  „bovine serum albumin“, Rinderserumalbumin
°C  Grad Celsuis
ca  circa
CD  „cluster of differentiation“
Cdsn  Corneodesmosin











E  Dermisäquivalent mit Endothelzellen
E-Cadherin Epitheliales Cadherin
EDTA  Ethylendiamintetraacetat
EF  Dermisäquivalent mit Endothelzellen und Fibroblasten
EFK  Hautäquivalent mit Endothelzellen, Fibroblasten und Keratinozyten
EGF  „epidermal growth factor“, epidermaler Wachstumsfaktor
EGM  „endothelial growth medium“, endotheliales Wachstumsmedium
EK  Hautäquivalent mit Endothelzellen und Keratinozyten
Ep  Epidermis
ESE  „endothelialized skin equivalent“, Endothelialisiertes Hautäquivalent
et al.  et alii/aliae, und andere
FCS  „fetal calf serum“, Fötales Kälberserum
FK  Hautäquivalent mit Fibroblasten und Keratinozyten
Fib  Fibroblast
g  Gramm
gp  „guinea pig“, Meerschweinchen
gt  „goat“, Ziege 
Gy  Gray
HB-EGF „heparin-binding epidermal growth factor“, Heparin-bindender
   Wachstumsfaktor
HCl  Chlorwasserstoff, Salzsäure
Abkürzungsverzeichnis
vii
HMEC  „human dermal microvascular endothelial cells“, humane dermale 
  mikrovaskuläre Endothelzellen
HUVEC „human umbilical vein endothelial cells“, humane venöse Nabelschnur-
  Endothelzellen
Ker  Keratinozyt
KGF  „keratinocyte growth factor“,Keratinozyten-Wachstumsfaktor
ICAM  „inter-cellular adhesion molecule“, interzelluläres Adhäsionsmolekül
I.E.  Internationale Einheit
IGF  „insulin-like growth factor“, Insulin-ähnlicher Wachstumsfaktor
IL  Interleukin
JAM  „junctional adhesion molecule“
K  Keratin
L  Liter
m  „mouse“, Maus











nm  Nanometer 
OECD  „organisation for economic co-operation and development“, Organisation für 
  wirtschaftliche Zusammenarbeit und Entwicklung
PAGE  Polyacrylamid-Gelelektrophorese
PBS  „phosphate buffered saline“, phosphatgepufferte Kochsalzlösung
PDGF  „platelet-derived growth factor“, Plättchen-Wachstumsfaktor
pH  pondus hydrogenii
PKP  Plakophilin
rb  „rabbit“, Kaninchen
rt  „rat“, Ratte
SC  Stratum corneum
SDS  Natrium-dodecylsulfat
SG  Stratum granulosum
sh  „sheep“, Schaf
SPR  „small proline-rich protein“, kleine Prolin-reichen Proteine
TEMED N, N, N´, N´-Tetramethyldiamin
TGase  Transglutaminase
TGF-β  „transforming growth factor β“, transformierender Wachstumsfaktor β
TIMP  „tissue inhibitors of metalloproteinases“, Gewebe-Inhibitoren der 
  Metalloproteinasen






VE-Cadherin „vascular endothelial cadherin“, vaskuläres endotheliales Cadherin








Abb. 1: Aufbau der humanen Haut .......................................................................................2
Abb. 2: Verteilung von Keratinen und Proteinen des „cornified envelope“ in der humanen
 Epidermis .................................................................................................................3
Abb. 3: Verteilung von Zellverbindungen in der humanen Epidermis ...................................5
Abb. 4: Verteilung von desmosomalen Verbindungen in der humanen Epidermis ...............6
Abb. 5: Wundheilungsphasen in der Haut .......................................................................... 11
Abb. 6: Kultivierung epidermaler Keratinozyten in der Feeder-Layer-Kokultur ..................24
Abb. 7: Herstellung von Hautäquivalenten .........................................................................27
Abb. 8: Proliferationsrate von Fibroblasten in dermalen Äquivalenten ...............................36
Abb. 9: Histogenese von Hautäquivalenten nach unterschiedlicher Vorkultivierung ..........37
Abb. 10: Epidermale Organisation und Differenzierung in Hautäquivalenten nach
 unterschiedlicher Vorkultivierung ...........................................................................38
Abb. 11: Einfluss der Fibroblasteneinsaatdichte auf die epidermale Morphologie und 
 Formation der Basalmembranzone in Hautäquivalenten .......................................39
Abb. 12: Einfluss der Vorkulturdauer auf die epidermale Differenzierung und Bildung der 
 Basalmembran in Hautäquivalenten ......................................................................40
Abb. 13: Histologische Entwicklung von Langzeit-Hautäquivalenten ...................................41
Abb. 14: Makroskopisches Aussehen von Langzeit-Hautäquivalenten ................................42
Abb. 15: Epidermale Differenzierung in Hautäquivalenten ...................................................42
Abb. 16: Verteilung epidermaler Keratine in Hautäquivalenten ............................................43
Abb. 17: Ultrastrukturelle Aspekte epidermaler Differenzierung in Langzeit-   
 Hautäquivalenten ...................................................................................................44
Abb. 18: Proliferation der Keratinozyten während der Langzeit-Kultivierung .......................45
Abb. 19: Anordung der „tight junctions“ als Marker epidermaler Barriereformation .............45
Abb. 20: Verteilung epidermaler Zellverbindungen während der Langzeit-Kultivierung von 
 Hautäquivalenten ...................................................................................................46
Abb. 21: Ultrastruktur desmosomaler Verbindungen in Langzeit-Hautäquivalenten ............47
Abb. 22: Epidermale Barrierelipide in Hautäquivalenten ......................................................48
Abb. 23: Ultrastrukturanalyse der epidermalen Lipidbarriere in Langzeit-
 Hautäquivalenten ...................................................................................................49
Abb. 24: Testung der epidermalen Barrierefunktion in Hautäquivalenten ............................49
Abb. 25: Entwicklung der Basalmembranzone in Hautäquivalenten ....................................50
Abb. 26: Analyse der Ultrastruktur der Basalmembranzone in Langzeit-
 Hautäquivalenten ...................................................................................................51
Abb. 27: Sekretion provisorischer extrazellulärer Matrixproteine in Hautäquivalenten ........52
Abb. 28: Sekretion fibrillärer Kollagene in Hautäquivalenten ...............................................53
Abb. 29: Biochemischer Nachweis extrazellulärer Matrixproteine in Hautäquivalenten .......54
Abb. 30: Ultrastrukturanalyse der dermalen Matrix in Langzeit-Hautäquivalenten ...............54
Abb. 31: Anordung der Mikrofibrillen in der Haut ..................................................................55
Abb. 32: Formation der Mikrofibrillen in Hautäquivalenten ...................................................55
Abb. 33: Elastogenese während der Langzeit-Kultivierung von Hautäquivalenten ..............56
Abb. 34: Verteilung der Mikrofibrillen und elastischen Fasern in Langzeit-
 Hautäquivalenten ...................................................................................................56
Abb. 35: Schema der Sekretion extrazellulärer dermaler Proteine in Lanzeit-
 Hautäquivalente .....................................................................................................57
Abb. 36: Bewertung der Aufnahme von Ac-LDL-DiI als endotheliale Eigenschaft ................59
Abbildungsverzeichnis
x
Abb. 37: Expression endothelialer Markerproteine ...............................................................60
Abb. 38: Herstellung endothelialisierter Hautäquivalente durch Endothelzell-Aggregate ....60
Abb. 39: Herstellung endothelialisierter Hautäquivalente durch Endothelzell-Sphäroide .....61
Abb. 40: Herstellung endothelialisierter Hautäquivalente durch Endothelzell-Matrigel ........62
Abb. 41: Herstellung endothelialisierter Hautäquivalente durch Endothelzell-Mikroträger ...63
Abb. 42: Herstellung endothelialisierter Hautäquivalente durch Einzelzellsuspension ........64
Abb. 43: Histogenese von endothelialisierten Hautäquivalenten .........................................66
Abb. 44: Epidermale Organisation in endothelialisierten Hautäquivalente ...........................67
Abb. 45: Ausbildung tubulärer Strukturen in endothelialisierten Hautäquivalenten ..............68
Abb. 46: Sekretion extrazellulärer Matrixproteine in endothelialisierten Hautäquivalenten ..69
Abb. 47: Verteilung gefäßartiger Strukturen in endothelialisierten dermalen Äquivalenten ..70
Abb. 48: Verteilung gefäßartiger Strukturen in endothelialisierten Hautäquivalenten ohne
 Fibroblasten ...........................................................................................................70
Abb. 49: Verteilung gefäßartiger Strukturen in endothelialisierten Hautäquivalenten nach
 einwöchiger Kultivierung ........................................................................................71
Abb. 50: Verteilung gefäßartiger Strukturen in endothelialisierten Hautäquivalenten nach 
 zweiwöchiger Kultivierung ......................................................................................71
Abb. 51: Verteilung gefäßartiger Strukturen in endothelialisierten Hautäquivalenten nach
 dreiwöchiger Kultivierung .......................................................................................72
Abb. 52: Assoziation glattmuskuläres Aktin-positiver Zellen an die Gefäßstrukturen in
 endothelialisierten Hautäquivalenten .....................................................................73
Abb. 53: Elektronenmikrospkopische Analyse der tubulären Strukturen in 
 endothelialisierten  Hautäquivalenten .....................................................................74





1.1 Funktion und Aufbau der Haut  ........................................................................................1
1.1.1 Epidermaler Differenzierung ......................................................................................1
1.1.2 Entstehung des „cornified envelope“ .........................................................................3
1.1.3 Zellverbindungen in der Epidermis ............................................................................5
1.1.4 Basalmembranzone ...................................................................................................8
1.1.5 Dermis ........................................................................................................................9
1.2 Regenerative Prozesse der Haut...................................................................................10
1.2.1 Epidermale Homöostase ..........................................................................................10
1.2.2 Wundheilungsprozess der Haut ...............................................................................10
1.2.2.1 Exsudative Phase .............................................................................................. 11
1.2.2.2 Proliferative Phase .............................................................................................12
1.2.2.3 Reepithelialisierung ............................................................................................12
1.3 In vitro-Hautkulturmodelle ..............................................................................................13
1.4 Zielsetzung ....................................................................................................................15
2 Material und Methoden .....................................................................................................16
2.1 Material ..........................................................................................................................16
2.1.1 Chemikalien und Lösungen für die Zellkultur ...........................................................16
2.1.2 Mediumansätze für die Zellkultur .............................................................................17
2.1.3 Material und Geräte für die Zellkultur .......................................................................18
2.1.4 Chemikalien und Lösungen für die histologische Analyse .......................................19
2.1.5 Chemikalien und Lösungen für die immunhistochemische Analyse ........................19
2.1.6 Primäre Antikörper für die immunhistochemische Analyse ......................................19
2.1.7 Sekundäre Antikörper für die immunhistochemische Analyse .................................21
2.1.8 Lösungen, Material und Antikörper für die Western Blot Analyse ............................21
2.1.9 Sonstige Lösungen, Materialen und Geräte ............................................................22
2.2 Methoden .......................................................................................................................23
2.2.1 Zellkultivierung .........................................................................................................23
2.2.1.1 Isolierung von Keratinozyten aus der humane Haut ..........................................23
2.2.1.2 Kultivierung und Passagierung von Keratinozyten .............................................23
2.2.1.3 Isolierung von Fibroblasten aus der humane Haut ............................................24
2.2.1.4 Kultivierung und Passagierung von Fibroblasten ...............................................24
2.2.1.5 Herstellung von Feeder-Fibroblasten .................................................................25
2.2.1.6 Kultivierung und Passagierung von Endothelzellen ...........................................25
2.2.1.7 Identifizierung von Endothelzellen .....................................................................26
2.2.1.8 Kryokonservierung von Zellen ............................................................................26
2.2.2 Herstellung und Kultivierung organotypischer Hautmodelle ....................................26
2.2.2.1 Herstellung und Kultivierung von dermalen Äquivalenten ..................................26
2.2.2.2 Herstellung und Kultivierung von Hautäquivalenten ..........................................27
2.2.2.3 Herstellung von Endothelzell-Aggregaten ..........................................................28
2.2.2.4 Herstellung von Endothelzell-Sphäroiden ..........................................................28
2.2.2.5 Herstellung von Endothelzell-Mikroträgern ........................................................28
2.2.2.6 Herstellung und Kultivierung von endothelialisierten dermalen Äquivalenten....29
2.2.2.7 Herstellung und Kultivierung von endothelialisierten Hautäquivalenten ............30
2.2.2.8 Fixieren und Einfrieren von organotypischen Kulturen ......................................30
2.2.3 Funktionelle Testung organotypischer Kulturen .......................................................31
Inhaltsverzeichnis
xii
2.2.3.1 Proliferationstest der Fibroblasten .....................................................................31
2.2.3.2 Proliferationstest der Keratinozyten ...................................................................31
2.2.3.3 Penetrationstest .................................................................................................32
2.2.3.4 Nilrot-Färbung ....................................................................................................32
2.2.4 Analytische Methoden ..............................................................................................32
2.2.4.1 Histologische Färbung .......................................................................................32
2.2.4.2 Anfertigung von Gefrierschnitten ........................................................................33
2.2.4.3 Indirekte Immunfluoreszenz ...............................................................................33
2.2.4.4 Western Blot Analyse .........................................................................................33
3 Ergebnisse .........................................................................................................................35
3.1 Etablierung der Vorkulturbedingungen zur Herstellung von Hautäquivalenten .............35
3.1.1 Optimierung des Vorkulturmediums zur Vorbehandlung dermaler Äquivalente  ..... 35
3.1.2 Einfluss der Fibroblasteneinsaatdichte auf epidermale Histogenese und Formation  
         der  Basalmembranzone ..........................................................................................38
3.1.3 Effekte der Vorkulturdauer auf epidermale Entwicklung und Reifung der        
         Basalmembran .........................................................................................................40
3.2 Charakterisierung von Langzeit-Hautäquivalenten ........................................................41
3.2.1 Epidermale Histogenese und Differenzierung in Langzeit-Hautäquivalenten ..........41
3.2.2 Entwicklung der epidermale Barrierfunktion in Langzeit-Hautäquivalenten .............46
3.2.3 Formation der Basalmembranzone in Langzeit-Hautäquivalenten ..........................50
3.2.4 Stadien der extrazellulären Matrixbildung in Langzeit-Hautäquivalenten ................52
3.3 Entwicklung eines endothelialisierten Hautäquivalentes ...............................................58
3.3.1 Funktionelle Charakterisierung der verwendeten Endothelzellen ............................58
3.3.2 Testung verschiedener Methoden zur Etablierung eines endothelialisierten   
         Hautäquivalentes  ....................................................................................................59
3.3.3 Einfluss von Fibroblasten und Keratinozyten auf endotheliale Tubulogenese .........65
3.3.4 Charakterisierung der in vitro-generierten endothelialen Gefäßstrukturen ..............73
4 Diskussion .........................................................................................................................76
4.1 Optimierte Kultivierungsbedingungen für Hautäquivalente............................................76
4.2 Homöostatische Bedingungen in Langzeit-Hautäquivalenten .......................................79
4.3 Generierung einer authentischen dermalen Matrix in vitro ............................................83










1.1 Funktion und Aufbau der Haut
Die Haut bedeckt die äußere Körperoberfläche und nimmt beim Menschen je nach Körpergröße 
eine Fläche von 1,5 bis 1,8 m2 ein. Mit ungefähr 16% des Körpergewichtes ist sie zugleich 
das schwerste Organ, obwohl sie nur 1,5 bis 4 mm dick ist. Die Haut ist für äußerst vielfältige 
und komplexe Funktionen zuständig. Sie bildet eine Barriere, die sowohl das Austrocknen 
des Körpers als auch das Eindringen von Wasser verhindert. Sie gewährleistet Schutz vor 
chemischen, biologischen und physikalischen (thermisch, mechanisch) Einwirkungen. 
Weiterhin fungiert die Haut als Regulationssystem für den Temperatur-, Elektrolyt- und 
Wasserhaushalt und mit ihren Anhangsgebilden als Immun- und Sinnesorgan. In der Haut 
eingebettete Merkel- und Nervenzellen nehmen Druck, Temperatur und Schmerz wahr (Elias, 
2005). Blutgefäße versorgen die Haut nicht nur mir Nährstoffen, sondern sind ebenso in 
die Thermoregulation eingebunden. Antigen-präsentierende Immunzellen, die Langerhans-
Zellen, sowie anti-mikrobiell wirkende Substanzen unterstützen das Immunsystem (Boulais 
und Misery, 2008; Johnston et al., 2000). Als herausragende Eigenschaft besitzt die Haut die 
Fähigkeit zur ständigen Regeneration, die durch Faktoren wie Wachstumsfaktoren, Zytokine 
sowie Hormone bestimmt wird (Blanpain und Fuchs, 2006; Giangreco et al., 2008). 
Das äußerste Kompartiment der Haut ist die Epidermis (Oberhaut), ein mehrschichtiges 
verhorntes Plattenepithel, das durch die Basalmembran, einer dünnen widerstandsfähigen 
Schicht extrazellulärer Matrix, mit der Dermis (Lederhaut) verankert ist (Abb. 1). Unterhalb des 
straffen und faserreichen Bindegewebes bildet die Subkutis (Unterhaut) mit ihrem subkutanen 
Fettgewebe den Übergang der Haut zu den darunterliegenden Sehnen und Muskeln.
1.1.1 Epidermaler Differenzierung
Die Epidermis ist ein mehrschichtiges verhorntes (keratinisiertes) Plattenepithel ektodermaler 
Herkunft, an die aufgrund ihres direkten Kontaktes zur Umgebung höchste Anforderungen 
gestellt ist. Die Keratinozyten stellen mit nahezu 90% die Hauptpopulation der Epidermiszellen 
und unterliegen einem Differenzierungsprozess (Keratinisierung), der sich innerhalb von 
vier Wochen vollzieht. Nach ihrer Entstehung durch Zellteilung in der Basalschicht (Stratum 
basale) durchlaufen die Keratinozyten in der Stachelzellschicht (Stratum spinosum) und der 




differenziert als tote Korneozyten von der äußeren Hornschicht (Stratum corneum) abgestoßen 
werden (Abb. 1). Als weitere Zelltypen kommen in der Epidermis die pigmentbildenden 
Melanozyten, die immunologisch bedeutsamen Langerhans-Zellen und neuroendokrine 
Merkel-Zellen vor. 
Die Keratinozyten des einlagigen Stratum basale sind über Hemidesmosomen mit der 
Basalmembran und damit mit der Dermis verbunden. Die Verbindung der Keratinozyten 
miteinander wird durch Desmosomen sichergestellt. Sie sind intrazellulär mit den aus 
Zytokeratinen bestehenden Intermediärfilamenten verknüpft, die zusammen mit Aktin-
Mikrofilamenten und den Mikrotubuli das Zytoskelett bilden. Der Zellkontakt vom Typ der 
„gap junctions“ dient dem interzellulären Stoffaustausch. In der Normalsituation stellen 
die Keratinozyten beim Eintritt in das Stratum spinosum ihre Proliferation ein. Bei ihrer 
Wanderung durch das Stratum granulosum werden die Keratinozyten durch Dehydratation 
stark abgeflacht und bilden in der Regel 1 bis 5 Zellschichten. Sie sind durch verdichtete 
Tonofibrillen, Keratohyalin und membranumschlossene lamelläre Granula gekennzeichnet. 
Beim Übergang in das Stratum corneum entstehen Korneozyten, die physikalische und 
chemische Barriere sowie die mechanische Schutzschicht aufbauen (Haake et al., 2001; 
Kierszenbaum, 2002). Parallel zum Differenzierungsprozess verändern die Keratinozyten 
je nach Differenzierungsgrad ihr Zytokeratin-Expressionsprofil. Dabei bilden die Keratine 
meist einen Heterodimer-Komplex bestehend aus einem Typ-A (neutral-basisch) und Typ-B 
(sauer) Zytokeratin. Basale Keratinozyten weisen die Keratine K5 und K14 auf, wohingegen in 
suprabasalen Schichten die Keratine K1 und K10 exprimiert werden (Abb. 2) (Bowden et al., 
1987; Fuchs, 1993; Fuchs und Green, 1980).
Die äußerste Hornschicht in der Epidermis besteht aus stark abgeflachten und abgestorbenen 
Keratinozyten, den Korneozyten, die keine Zellorganellen mehr enthalten sondern mit 
dicht gepackten Keratinfilamenten gefüllt sind. Anstelle einer Plasmamembran besitzen die 




(CE), die von außen mit einer Monoschicht aus hautspezifischen Lipiden, dem „lipid envelope“, 
kovalent verbunden ist (Madison, 2003; Nemes und Steinert, 1999; Swartzendruber et al., 
1987). Darüber hinaus sind die Zellen des Stratum corneum in eine multilamellare Lipidmatrix 
aus Ceramiden, freien Fettsäuren, Cholesterol und dessen Estern eingebettet, die gemeinsam 
mit dem CE essentiell für eine effektive Permeabilitätsbarriere sind (Kalinin et al., 2002).
1.1.2 Entstehung des „cornified envelope“
Die Produktion des CE ist ein mehrstufiger Prozess, der das komplexe Zusammenwirken 
unterschiedlicher Proteine im Zuge epidermaler Differenzierung beschreibt (Steven und 
Steinert, 1994). Der Beginn der CE-Entstehung wird durch die Expression von zwei Proteinen 
der Plakin-Familie definiert: Periplakin und Envoplakin (Kalinin et al., 2002). Ein Anstieg der 
intrazellulären Kalzium-Konzentration sorgt für deren hetero-tetrameren Zusammenlagerung 
und einer Verteilung entlang der anionische Plasmamembran (Ruhrberg und Watt, 1997). 
Daraufhin kommt es zur Bildung von Involucrin und Transglutaminase 1 mit anschließender 
Anlagerung an die Plasmamembran. Eine weitere Erhöhung der lokalen Kalzium-Konzentration 
führt zu Vernetzungen zwischen Involucrin-Monomeren sowie von Involucrin mit Envoplakin, 
die von Transglutaminase 1 katalysiert werden (Elias, 2005; Hennings et al., 1981; Kalinin 
et al., 2002). Weitere Proteine der Zellperipherie und der Zell-Zell-Kontakte werden in 
dieser Phase in die Vernetzung involviert, womit folglich die interzellulären Verbindungen 




monomolekulare Schicht aus Involucrin, Envoplakin und Periplakin entlang der Zellmembran 
als Gerüst, an dem sich das CE aufbauen kann (Kalinin et al., 2001; Steinert und Marekov, 
1997). 
Als nächstes sorgt im Stratum granulosum die Bildung von zytosolischen Strukturen, den 
„lamellar bodies“, für die Entstehung des „lipid envelope“. Sie werden am Golgi-Komplex 
gebildet und beinhalten große Mengen an ω-OH-Ceramide, die langkettige Fettsäurereste 
aufweisen, sowie weitere Barrierelipide wie freie Fettsäuren und Cholesterol (Kalinin et al., 
2001). Mit der Fusion der Plasmamembran entleeren die „lamellar bodies“ ihren Inhalt in 
den interzellulären Raum, wobei die ω-OH-Ceramide in der Membran verbleiben und mittels 
Transglutaminase 1 und 5 an die CE-Gerüstschicht aus Involucrin, Envoplakin und Periplakin 
gebunden werden (Candi et al., 2001; Candi et al., 2005; Lorand und Graham, 2003; Marekov 
und Steinert, 1998). Diese kovalent gebundenen Ceramide koordinieren die Organisation der 
übrigen entleerten Lipide zu charakteristischen interzellulären Lamellen (Behne et al., 2000). 
Des Weiteren schütten die „lamellar bodies“ Proteasen aus, die zur Desquamation beitragen, 
sowie Corneodesmosin und antimikrobielle Peptide wie das humane β-Defensin-2 (Elias, 
2005; Oren et al., 2003; Sondell et al., 1995). 
Im Stratum granulosum findet auch die letzten Phase der CE-Bildung statt, in der das generierte 
CE-Gerüst verstärkt wird. Loricrin wird durch Transglutaminase 1 und 3 intrazellulär mit kleinen 
Prolin-reichen Proteinen („small proline-rich protein“, SPR) zu Loricrin-SPR-Oligomeren 
verknüpft und zur Zellperipherie transportiert (Candi et al., 1995, 1999; Tarcsa et al., 1998). 
Dort vollzieht sich dann die Quervernetzung mit dem schon bestehenden CE-Gerüst, an das 
ferner zusätzliche CE-Bestandteile wie Repetin, Trichohyalin, Cystatin A (Keratolinin), Elafin 
und LEP/XP-5 Proteine verknüpft werden (Kalinin et al., 2002; Marekov und Steinert, 1998; 
Marshall et al., 2001; Steinert et al., 1998). Letztlich machen Loricrin und SPRs, die sich 
auf der cytosolischen Seite des vollendeten CE-Komplexes im Stratum granulosum befinden, 
etwa 70 bis 80% der gesamten CE-Proteinmasse aus (Abb. 2) (Steven und Steinert, 1994). 
Gleichzeitig findet die Bildung des Keratinfilament-Filaggrin-Komplexes statt, der ebenso 
mit dem CE vernetzt wird und schlussendlich den hauptsächlichen cytosolische Teil der 
Korneozyten im Stratum corneum bildet (Dale et al., 1997). Das Filament-aggregierende 
Protein Filaggrin ist ein charakteristischer Marker für fortgeschrittene Differenzierung verhornter 
Plattenepithelien. Im Stratum spinosum wird zunächst die Synthese von Profilaggrin ausgeführt, 
das im Stratum granulosum neben Trichohyalin, Loricrin und Repetin den Hauptanteil der 
Keratohyalinkörner annimmt (Huber et al., 2005; Manabe und O‘Guin, 1994). Im Übergang zum 
Stratum corneum bewirkt eine Dephosphorylierung mit anschließender Kalzium-abhängigen 
Proteolyse, vermittelt durch das Proprotein-Convertase-Familienmitglied Furin, die Spaltung 
der hochmolekularen Profilaggrin-Moleküle in je 10 bis 12 Filaggrin-Monomere (Dale et 
al., 1997; Markova et al., 1993; Presland et al., 1997; Resing et al., 1995). Es wird sowohl 
vermutet, dass die abgespaltenen Amino-Termini der Profilaggrine-Moleküle in den Zellkern 
wandern, um dort bei apoptotischen Prozessen eine entscheidende Rolle zu vertreten, als 
auch, dass sie in das CE miteingebaut werden (Pearton et al., 2002; Presland et al., 1997; 
Presland und Dale, 2000). Filaggrin indes induziert, ausgelöst durch die ionische Bindung an 
die Keratinfilamente 1, 2 und 10, die Formation der Makrofibrillen im Zytosol der Korneozyten 
und ist ebenso wie die Keratine Bestandteil des CE (Dale et al., 1997; Steinert und Marekov, 
1997). Dort binden die Keratin-Typ-II-Ketten an verschiedene Proteine des CE-Gerüstes wie 




Somit besteht im Stratum corneum schließlich der ausgereifte Korneozyt größtenteils aus den 
in Filaggrin eingebetteten Keratinfilamenten (80%), die kovalent mit dem CE verbunden und in 
Lipid-Lamellen eingehüllt sind (Nemes und Steinert, 1999). Die Korneozyten sind miteinander 
durch Corneodesmosomen verbunden, die in den höheren Schichten des 12-50-lagigen Stratum 
corneum proteolytisch degradiert werden, um den Abschuppungsprozess zu erlauben (Jonca 
et al., 2002; Serre et al., 1991; Zeeuwen et al., 2007). Das durch den Differenzierungsprozess 
gefertigte reife CE besteht aus einer 10 nm dicken Proteinhülle („protein envelope“) und 
einer 5 nm dicken Lipidhülle („lipid envelope“). Gemeinsam tragen sie mit den interzellulären 
Lipidlamellen die entscheidende Rolle als essentielle Permeabilitätsbarriere der Haut (Kalinin 
et al., 2002). 
1.1.3 Zellverbindungen in der Epidermis
Spezialisierte Zellverbindungen befinden sich an Zell/Zell- und Zell/Matrix-Kontaktstellen in 
allen Geweben, wobei sie in Epithelien in besonders großer Zahl vorhanden sind. Man teilt 
die Zellverbindungen nach ihrer Funktion in drei Klassen ein: 1. undurchlässige Verbindungen 
(„tight junctions“), die für den Zusammenhalt von Zellen in einer Epithelzellschicht in einem 
Maß sorgen, dass selbst kleine Moleküle nicht von einer Seite der Schicht auf die anderen 
gelangen können; 2. kommunizierende Verbindungen („gap junctions“), die die Passage von 
chemischen Signalen von Zelle zu Zelle befähigen; 3. Haftverbindungen, welche die Zellen 
samt Cytoskelett auf mechanischer Weise mit benachbarten Zellen und der extrazellulären 
Matrix verbinden (Green und Gaudry, 2000; Gumbiner, 1996; Nievers et al., 1999; Simon und 




Zur Generierung und Aufrechterhaltung der Barrierefunktion treten im Stratum granulosum der 
Epidermis die „tight junctions“ (Zonula occludens) auf, die dort beispielsweise den parazellulären 
Transport von Wasser und anderen Molekülen von innen nach außen und umgekehrt steuern 
(Furuse et al., 2002; Niessen, 2007; Tsuruta et al., 2002). Die Existenz und Bedeutung der „tight 
junction“-assoziierten Proteine und Strukturen in der humanen Epidermis wurde erst in den 
letzten Jahren nachgewiesen (Brandner et al., 2002; Furuse et al., 2002; Langbein et al., 2002; 
Pummi et al., 2001; Tunggal et al., 2005). Die komplexe molekulare Zusammensetzung von 
„tight junctions“ bezieht sich auf verschiedene Transmembranproteine, die über Plaqueproteine 
mit dem Aktin-Zytoskelett verknüpft sind (Mitic et al., 2000; Morita et al., 1999; Niessen, 2007; 
Tsukita et al., 2001; Tsukita und Furuse, 1999). Zu den Transmembranproteinen gehören 
Occludin, sowie die Mitglieder der Claudin- und der JAM- („junctional adhesion molecule“) 
Familie (Aurrand-Lions et al., 2001; Furuse et al., 1998; Furuse und Tsukita, 2006; Saitou et 
al., 2000; Tsukita et al., 2001; Tsukita und Furuse, 1999). Das zytoplasmatische Plaqueprotein 
Zonula occludens-Protein 1 (ZO-1) ist das erste Protein, das in den „tight junctions“ lokalisiert 
werden konnte (Stevenson et al., 1986) und gehört zur Familie der Membran-assoziierten 
Gualynat-Kinasen (MAGUK). In der humanen Epidermis findet man Claudin-1, Claudin-7 und 
JAM-A in allen Schichten, während Occludin, dessen Plaque-Protein Cingulin, Claudin-4 und 
Protein ZO-1 in den oberen Schichten, vorwiegend im Stratum granulosum, lokalisiert sind 
(Abb. 3) (Brandner et al., 2002; Brandner et al., 2006; Furuse et al., 2002; Morita und Miyachi, 
2003; Niessen, 2007).
Kommunizierende Verbindungen sind Transmembrankanäle, die die Zytoplasmen von 
benachbarten Zellen direkt verbinden. Diese Art von Kommunikation ist essentiell für 
physiologische Abläufe, etwa für die Zellsynchronisierung, die Differenzierung, das Zellwachstum 




al., 2007; Stout et al., 2004; Vinken et al., 2006). Jede Zelle stellt dabei einen Halbkanal 
(Connexon), der aus einem Hexamer von konzentrisch angeordneten Connexin-Proteinen 
aufgebaut ist (Goodenough, 1974; Goodenough und Paul, 2003). In humaner adulter Epidermis 
wird hauptsächlich Connexin 43 exprimiert. Connexin 31 verteilt sich im Stratum spinosum und 
granulosum, während sich das Vorkommen von Connexin 26 auf basale Keratinozyten in der 
Handfläche und Fußsohle beschränkt (Abb. 3) (Mese et al., 2007).
Haftverbindungen unterteilen sich in die Gruppe der Anheftungsstellen für Aktin-Filamente 
und für Intermediärfilamente. Adhärenzverbindungen (Zonula adhaerens) gewährleisten im 
Hautepithel einen widerstandsfähigen mechanischen Zusammenhalt der Zellen, indem Calcium-
abhängige transmembranäre Verbindungsproteine, die Cadherine, für die Adhäsion zwischen 
benachbarten Epithelzellen sorgen. Dabei binden die cytoplasmatischen E (Epitheliales)-
Cadherin-Domänen an die Plaque-Proteine β-Catenin oder Plakoglobin (γ-Catenin), welche 
wiederum über α-Catenin mit dem Aktin-Cytoskelett verbunden sind (Abb. 3) (Angst et 
al., 2001; Ben-Ze‘ev und Geiger, 1998; Nagafuchi, 2001; Vasioukhin und Fuchs, 2001). 
Desmosomen indes verbinden Intermediärfilamente von Zelle zu Zelle und dienen zusammen 
mit den Hemidesmosomen, die im Stratum basale für den Zell-Matrix-Zusammenhalt sorgen, 
der Verteilung von Zug- und Scherkräften in der Haut. Unterteilt werden die desmosomalen 
Proteine in drei Familien: Cadherine, Armadillo-Proteine und Plakine. Desmogleine und 
Desmocolline als Transmembranproteine der Cadherin-Familie interagieren auf homo- und 
heterogener Weise, um die adhäsive Schnittstelle zu bilden (Chitaev und Troyanovsky, 1997; 
Dusek et al., 2007; Garrod et al., 2002; Getsios et al., 2004; Koch und Franke, 1994; North 
et al., 1999). An den zytoplasmatischen Enden der Cadherine binden die Armadillo-Proteine 
Plakoglobin, Plakophilin und p0071 als Plaque-Proteine, die letztlich durch das Plakin-Protein 
Desmoplakin mit den Keratin-Intermediärfilamenten verknüpft sind (Hatsell und Cowin, 2001; 
Hatzfeld, 2007). Im Zuge epidermaler Differenzierung verändert sich die Zusammensetzung 
und Struktur von Desmosomen gemäß ihrer Funktion. Die Cadherine Desmoglein 2 und 3 
sowie Desmocollin 2 und 3 kommen in den unteren epidermalen Schichten vor, während 
Desmoglein 1 und 4 sowie Desmoglein 1 in den suprabasalen Schichten exprimiert wird (Abb. 
4) (Dusek et al., 2007; Garrod und Chidgey, 2008; Green und Simpson, 2007). Plakophiline 
1-3 weisen nicht nur gewebespezifische Muster auf, sondern werden auch abhängig vom 
Differenzierungsgrad der Keratinozyten in der Epidermis angeordnet (Garrod und Chidgey, 
2008; Green und Gaudry, 2000; Hatzfeld, 2007). Plakoglobin indes lässt sich aufgrund 
seiner dualen Lokalisation in Desmosomen und Adhärenzverbindungen in allen epidermalen 
Schichten gleichermaßen nachweisen (Green und Simpson, 2007). Neben Desmoplakin sind 
in der Epidermis weitere Proteine der Plakin-Familie vorzufinden. Envoplakin, Periplakin und 
Epiplakin werden oft als desmosomale Bestandteile dargestellt, spielen jedoch vornehmlich 
eine Rolle während der Entstehung des CE (Karashima und Watt, 2002; Leung et al., 2002; 
Ruhrberg et al., 1996; Ruhrberg und Watt, 1997; Sevilla et al., 2007). Beim Übergang des 
Stratum granulosum zum Straum corneum kommt es zu entscheidenden Veränderungen in 
der desmosomalen Morphologie. Dabei werden die zytoplasmatischen Plaque-Proteine in 
das CE integriert und ein homogenes Plaque, das größtenteils aus Corneodesmosin besteht, 
wird auf der extrazellulären Seite formiert (Serre et al., 1991; Simon et al., 2001). Diese 
modifizierten Desmosomen sind als Corneodesmosomen bekannt, in denen auch Desmoglein 
1 und Desmocollin 1 nachgewiesen wurde (Arnemann et al., 1993). Erst die Degradation der 
Corneodesmosomen in den oberen Schichten des Stratum corneum erlaubt die Desquamation 





Die Basalmembranzone ist ein Netzwerk aus spezifischer extrazellulärer Matrix, das die 
Epidermis mit der Dermis verbindet, die beiden Kompartimente allerdings auch voneinander 
trennt (Kalluri, 2003; McMillan et al., 2003). Mittels elektronenmikroskopischer Aufnahmen 
ließ sich schon früh die Basalmembranzone der Haut strukturell in vier Zonen unterteilen: 
1. die Zone der Plasmamembran und der Hemidesmosomen basaler Keratinozyten, 2. die 
Lamina lucida, die in der Elektronenmikroskopie transparent erscheint und die Ankerfilamente 
beherbergt, 3. die Lamina densa, die sich als elektronendichte Zone unterhalb der Lamina 
lucida befindet und schließlich 4. die Sublamina densa als fibrilläre Zone (Woodley und Chen, 
2001).
In der obersten Zone findet man die Hemidesmosomen, die nach ihrer Morphologie 
benannt wurden, nämlich nach halbierten Desmosomen, von denen sie sich jedoch in 
ihrer Zusammensetzung und Funktion grundlegen unterscheiden (Green und Jones, 1996; 
Nievers et al., 1999). In diesem Bereich bilden die basalen Keratinozyten mittels den 
Hemidesmosomen eine indirekte Verknüpfung zwischen den Intermediärfilamenten, speziell 
Keratin 5 und 14, an die Proteine der Plakin-Familie und dem Proteinnetzwerk der eigentlichen 
Basalmembran (McMillan et al., 2003). In dieser Weise werden Zug- und Scherkräfte in der 
darunter liegenden Dermis verteilt. Bei den Proteinen der Plakin-Familie handelt es sich um 
Plektin (Hemidesmosomales Protein 1, HD1), die epidermale Form des bullösen Pemphigoid 
Antigens 1 (BPAg1, BP230, HD2) und BPAg2 (BP180, HD4, Kollagen XVII) (Ghohestani 
et al., 2001; Koster et al., 2004; Okumura et al., 1999). Ein weiterer Hauptbestandteil der 
Hemidesmosomen sind Integrin-Rezeptoren, die eine Verbindung des intrazellulären 
Kompartimentes einer Zelle mit der extrazellulären Matrix herstellen (Woodely und Chen, 
2001). Diese integralen Membranproteine, bestehend jeweils aus einer α- und einer β-Kette, 
regulieren viele zelluläre Vorgänge wie Differenzierung, Migration und Wachstum (Hynes, 
1992; Schwartz und Ginsberg, 2002). In der humanen Epidermis exprimieren die basalen 
Keratinozyten die Integrine α2β1, α3β1 und α6β4 (Burgeson und Christiano, 1997). Als eine 
der hemidesmosomale Hauptkomponenten verbindet Integrin α6β4 von der basalen Seite 
aus das Keratin-Zytoskelett über Plektin, BPAg1 (mittels Erbin) und BPAg2 mit Laminin 332 
(Laminin 5), einem Hauptbestandteil der Ankerfilamente der Lamina lucida (Borradori und 
Sonnenberg, 1999). Darüber hinaus interagiert das Tetraspanin-Protein CD151 mit Integrin 
α6β4, um bei der räumlichen Organisation und damit Stabilisierung der Hemidesmosomen 
mitzuwirken (Koster et al., 2004; Sterk et al., 2000). Integrin α2β1 ist vorwiegend auf der 
lateralen Membranseite lokalisiert und damit für Zell-Zell-Interaktionen zuständig (Roberts, 
1994). Integrin α3β1 indes ist auch im apikalen Bereich basaler Keratinozyten vorzufinden, wo 
es die zellulären Aktinfilamente mit der Laminin-α3-Kette von Laminin 332 in der Lamina lucida 
verknüpft (Carter et al., 1990; Champliaud et al., 1996). Demzufolge definiert man Integrin 
α2β1 und Integrin α3β1 als nicht-hemidesmosomale Bestandteile der obersten Schicht der 
Basalmembranzone (Burgeson und Christiano, 1997).
Unterhalb der Plasmamembran basaler Keratinozyten befindet sich die 35-40 nm dicke Lamina 
lucida (Woodley und Chen, 2001). Dort ordnen sich verschiede Isoformen der Laminin-Familie 
an, insbesondere Laminin 332, 311 (Laminin 6) und 511 (Laminin 10) (Aumailley et al., 2005; 
Aumailley und Rousselle, 1999; Ghohestani et al., 2001). Laminin 332 bildet neben Laminin 
311 den hauptsächlichen Strukturanteil der bis in die Lamina densa reichenden Ankerfilamente 
und verbindet über Integrin α6β4 die Hemidesmosomen mit der Lamina lucida (Masunaga et 




332 und der nicht-kollagenen-1-Domäne von Kollagen VII, was zeigt, dass Ankerfibrillen der 
Sublamina densa bis in die untere Schicht der Lamina lucida zu den Ankerfilamenten reichen 
(Chen et al., 1999; Rousselle et al., 1997). Laminin 311 koppelt sich zusammen mit Laminin 
511 über Nidogen (Entactin), Fibulin 1 und 2 an das Kollagen IV-Netzwerk in der Lamina 
densa (Aumailley und Rousselle, 1999; McMillan et al., 2006; Sasaki et al., 2001; Utani et al., 
1997).
Die Lamina densa beschreibt eine 35-60 nm dicke Zone, die auch als Basal lamina oder 
die eigentliche Basalmembran bezeichnet wird. Ihre Hauptkomponenten sind Kollagen 
IV und Basalmembran-spezifische Proteoglykane (Woodley und Chen, 2001). Kollagen 
IV verfügt über die Fähigkeit zum Aufbau eines organisierten Netzwerkes, was es von 
anderen fibrillären Kollagen unterscheidet (Kalluri, 2003; Timpl et al., 1981). Die Verbindung 
des Kollagen IV-Netzwerkes mit dem Laminin 332-311-511-Komplex in der Lamina lucida 
vermittelt das Glykoprotein Nidogen (Ghohestani et al., 2001; Masunaga et al., 1996). Ein 
weiterer Bestandteil der Lamina densa ist das Heparansulfat-Proteoglycan Perlecan, das mit 
seinen Glycosaminoglykan-Seitenketten für die negative Gesamtladung der Basalmembran 
verantwortlich ist (Iozzo, 2005).
Die unterste Schicht der Basalmembranzone bildet die fibrilläre Zone der Sublamina densa, die 
gleichzeitig auch die Oberkante der papillären Dermis (Stratum papillare) darstellt. 75 bis 600 
nm lange Ankerfibrillen, bestehend aus Kollagen VII, weiten sich von dort aus bis zur Lamina 
densa. Neben Kollagen VII sind auch Kollagen I und III in dieser fibrillären Zone angereichert, 
die als Komponten der Kollagen-Fasern den Übergang zur Dermis entstehen lassen. Weiterhin 
ordnen sich Mikrofibrillen an, die in der tieferen Dermis Bestandteil elastischer Fasern sind, im 
oberen Teil jedoch den Elastin-Anteil verlieren und vorrangig Fibrillin enthalten (Tiedemann et 
al., 2005; Woodley und Chen, 2001).
1.1.5 Dermis
Die Dermis, ein faserreiches Bindegewebe, besteht vorwiegend aus extrazellulärer 
Matrix, die  maßgeblich von der zellulären Hauptkomponente, den dermalen Fibroblasten, 
sekretiert wird. Die Matrixkomponenten werden ständig umgebaut und reorganisiert, sowohl 
in normaler Haut als auch in pathologischen Situationen. Die Dermis gliedert sich in das 
Stratum papillare und das Stratum reticulare. In beiden Schichten liegt ein dichtes Netzwerk 
aus Kollagenen vom Typ I und III vor, die mit wasserbindenden Glykosaminoglykanen, vor 
allem Hyaluronsäure und Dermatansulfat, ferner Chondroitin-4-sulfat und Chondroitin-6-sulfat 
angereichert ist. Das Stratum papillare liegt direkt unter der epidermalen Basalmembran 
und enthält die Kollagenfibrillen, welche die Dermis mit der Basalmembran verankern und 
damit eine Verbindung mit der Epidermis herstellen. Neben den Tastsinnesorganen wie den 
Meissnerchen Körperchen und den Thermorezeptoren befinden sich im Stratum papillare 
außerdem Lymphozyten, Plasmazellen, sowie Monozyten, Makrophagen und Mastzellen. 
Des Weiteren ragen Bindegewebszapfen, die Papillen, in Vertiefungen der Epidermis, um die 
Kontaktfläche zwischen Dermis und Epidermis zu vergrößern (Haake et al., 2001). 
Am Übergang vom Stratum papillare zum Stratum reticulare liegt das subpapillare Gefäßnetz 
mit Arteriolen und Venolen. Die Arteriolen ziehen von hier aus zur Oberfläche und bilden in den 
Papillen Kapillarschlingen, von denen aus die Ernährung und der Stoffwechsel der gefäßlosen 
Epidermis gewährleistet wird. Das Stratum reticulare ist reich an kräftigen Kollagenfaserbündeln 




Zahlreiche elastische Fasern gewährleisten die Zugelastizität der Haut sowie die Rückordnung 
des Fasergeflechtes nach Dehnungen. Ferner befinden sich im Stratum reticulare die Ruffini-
Körperchen zur Wärmeempfindung und die Vater-Pacini-Lamellenkörperchen, die druck- und 
zugempfindlich sind, sowie Haarfollikel und die Talgdrüsen, deren Ausführungsgänge in der 
Epidermis münden (Fuchs, 2007; Munger und Ide, 1988).
1.2 Regenerative Prozesse der Haut
1.2.1 Epidermale Homöostase
Epidermale Homöostase zeichnet sich in der humanen Epidermis durch ständige 
Regeneration aus, welche durch ein strikte Balance zwischen Proliferation und Apoptose 
reguliert wird (Blanpain und Fuchs, 2006; Budtz, 1986; Marks, 1980). Dieser kontinuierliche 
Erneuerungsprozess beruht auf der Anwesenheit adulter epidermaler Stammzellen. Obwohl 
deren Existenz schon seit langem bekannt ist, besteht aufgrund unterschiedlicher Befunde eine 
langanhaltende Debatte hinsichtlich der Lokalisation und Organisation sowie der Nachkommen 
von epidermalen Stammzellen (Bickenbach et al., 2006; Blanpain et al., 2004; Clayton et al., 
2007; Cotsarelis, 2006; Ghazizadeh und Taichman, 2005; Giangreco et al., 2008; Ito et al., 
2005; Jones und Simons, 2008; Kaur, 2006; Lechler und Fuchs, 2005; Mackenzie, 1997; Potten, 
1974). Prinzipiell lassen sich die epidermalen Stammzellen an drei unterschiedlichen Orten 
lokalisieren, nämlich in der interfollikulären Epidermis, in der Haarbalgregion des Haarfollikels 
und in der Talgdrüse (Fuchs und Horsley, 2008; Watt et al., 2006). Man geht davon aus, dass 
im interfollikulären Bereich nach asymmetrischer Teilung eine Stammzelle im Stratum basale 
wiederum eine Stammzelle sowie eine Tochterzelle, die als transient amplifizierende Zelle 
bezeichnet wird, generiert. Diese transient amplifizierende Zelle durchschreitet vier bis fünf 
Zellzyklen bevor sie als postmitotische Zelle in die suprabasalen Schichten übergeht und 
den Differenzierungsprozess durchläuft (Fuchs, 2008; Jones et al., 1995; Potten, 1974). 
Dieses Gleichgewicht zwischen Proliferation und Differenzierung wird durch ein komplexes 
Zusammenwirken regulativer Signalwege bestimmt. Beispielsweise wirkt die Wnt-vermittelte 
Signaltransduktionskaskade mit ihrem zentralen Effektorprotein β-Catenin als Regulator der 
Stammzellstabilität, der Notch-Signalweg als molekularer Schalter zwischen Proliferation 
und Differenzierung (Alonso und Fuchs, 2003; Honeycutt und Roop, 2004; Huelsken und 
Behrens, 2002; Okuyama et al., 2008; Reya et al., 2001; Watt et al., 2008). Ferner wird die 
Gewebshomöostase der Epidermis durch Interaktionen mit der Dermis maßgeblich beeinflusst 
(Boukamp et al., 1990; Fusenig, 1994; Szabowski et al., 2000; Werner et al., 1994).
1.2.2 Wundheilungsprozess der Haut
Der Prozess der Wundheilung in der Haut beschreibt einen komplexen biologischen 
Reparaturvorgang, bei dem eine Vielzahl von Zellen, Zytokinen, Wachstumsfaktoren, 
Proteasen und extrazellulären Matrixbestandteilen zusammenwirken, um die Integrität des 
verletzten Gewebes wiederherzustellen. Eine fein abgestimmte Kontrolle unterschiedlicher 
biochemischer Reaktionskaskaden für das Zusammenwirken degradativer und regenerativer 
Abläufe ist dabei von essentieller Bedeutung (Gurtner et al., 2008; Mast und Schultz, 1996; 




Phasen eingeteilt: die exsudative Phase, die proliferative Phase und die Reepithelialisierung. 
Im Folgenden sollen die einzelnen Phasen zusammengefasst erläutert und der molekulare 
Einfluss von Wachstumsfaktoren auf die Wundheilung betrachtet werden.
1.2.2.1 Exsudative Phase
Als Folge einer Verletzung kommt es durch Reizung der glatten Muskelzellen der Gefäßwände 
zu einer reflektorischen Gefäßkontraktion, die die zelluläre und plasmatische Blutstillung 
begünstigt. Zu Beginn der inflammatorischen bzw. exsudativen Phase wird die Gerinnungs- und 
Komplementkaskade in Gang gesetzt. Die Blutgerinnung verbunden mit der Thrombozyten-
Aggregation und -Degranulation stillt die Blutungen, bei denen durch die verletzten Blutgefäße 
Blut und Plasma in den extravasalen Raum einströmen. 
Das unter dem Einfluss der Gerinnungsfaktoren I bis XIII des Blutplasmas gebildete 
Fibringerinnsel stellt in erster Linie einen Wundverschluss dar und bildet damit ebenso einen 
vorzeitigen Schutz vor weiterer bakterieller Kontamination und Flüssigkeitsverlust (Mast und 
Schultz, 1996). Die Degranulation der Thrombozyten umfasst die Ausschüttung mehrerer 
Wachstumsfaktoren wie zum Beispiel Plättchen-Wachstumsfaktor („platelet-derived growth 
factor“, PDGF), Insulin-ähnlicher Wachstumsfaktor 1 („insulin-like growth factor 1“, IGF1), 
epidermaler Wachstumsfaktor („epidermal growth factor“, EGF) und transformierender 
Wachstumsfaktor β1 („transforming growth factor β1“, TGF-β1), die in den α-Granula der 
Thrombozyten eingeschlossen sind. Dadurch werden hämatogene Entzündungszellen wie 
die amöboid beweglichen neutrophilen Granulozyten und Monozyten, die sich im Wundgebiet 
zu Makrophagen differenzieren, chemotaktisch in das verletzte Gebiet gelockt (Clark et al., 
1996; Midwood et al., 2004). Entzündungsfördernde Zytokine wie Tumor-Nekrose-Faktor α 
(„tumor necrosis factor α“, TNF-α) und Interleukine werden wiederum von den neutrophilen 
Granulozyten sezerniert, die außerdem mit der Phagozytose von Bakterien und der Proteolyse 
mittels Elastase und Kollagenase beginnen. Die aktivierten Makrophagen produzieren neben 
TNF-α und Interleukin-1 (IL-1) weitere Wachstumsfaktoren wie TGF-β1, TGF-α, basischer 




Wachstumsfaktor („heparin-binding epidermal growth factor“, HB-EGF), PDGF und vaskulärer 
Endothelzell-Wachstumsfaktor („vascular endothelial growth factor“, VEGF), die unter anderem 
den Einstrom von Fibroblasten in die Wunde, die Seitwärtsmigration von Epithelzellen vom 
Wundrand und die Neubildung von Blutgefäßen stimulieren, womit die proliferative Phase der 
Wundheilung eingeleitet wird (Abb. 5A) (Falabella und Falanga, 2001; Mast und Schultz, 1996; 
Midwood et al., 2004; Singer und Clark, 1999). Die provisorisch gebildete extrazelluläre Matrix 
enthält größtenteils Fibrin, Fibronektin, Vitronektin und Glykosaminoglykane wie Hyaluronsäure. 
Die Fibroblasten sind in der Lage, in diese provisorische Matrix zu wandern, indem sie durch 
Wachstumsfaktoren wie PDGF und TGF-β1 und Zytokine zur Bildung von Integrinrezeptoren 
mit entsprechenden Bindungsspezifitäten stimuliert worden sind (Stadelmann et al., 1998).
1.2.2.2 Proliferative Phase
Die Moleküle der provisorischen Matrix tragen zur Bildung von Granulationsgewebe bei, dessen 
Entwicklung von endogenen und exogenen Faktoren beeinflusst wird. Durch die Eigenschaft 
der Fibroblasten, Kollagen und andere Matrixkomponenten zu synthetisieren, sind sie neben 
den Leukozyten, Makrophagen, Endothelzellen und Plasmazellen maßgeblich am Aufbau 
des Granulationsgewebes beteiligt. Zum Aufbau von Kollagen synthetisieren die Fibroblasten 
Polypedptidketten aus den Bestandteilen Glycin, Prolin und Hydroxyprolin oder Hydroxylysin 
sowie einem weiteren Drittel anderer Aminosäuren. Die Synthese von hexosaminhaltigen 
sauren Mucopolysaccharide garantiert durch den Rückhalt von Feuchtigkeit die geeignete 
Konsistenz des Granulationsgewebes. Die Bildung und Einsprossung von Blutkapillaren 
gewährleistet, dass das Granulationsgewebe ernährt wird (Stadelmann et al., 1998). Die 
quantitative Zunahme der Fibroblasten und Gefäßendothelzellen wird abermals durch 
verschiedene Wachstumsfaktoren bestimmt. Fibroblasten sezernieren IGF-1, bFGF, TGF-β1 
und PDGF, während Endothelzellen VEGF, bFGF, PDGF und Keratinozyten TGF-β1, TNF-α 
und den Keratinozyten-Wachstumsfaktor („keratinocyte growth factor“, KGF) produzieren. Im 
Zusammenspiel dieser Wachstumsfaktoren wird weiterhin die Proliferation der verschiedenen 
Zelltypen, die Synthese extrazellulärer Matrixproteine sowie die Angiogenese stimuliert (Clark, 
2003; Falabella und Falanga, 2001).
 
1.2.2.3 Reepithelialisierung
Für eine erfolgreiche Wundheilung muss die Wunde epidermal abgedeckt, das Gewebe 
integriert und eine funktionelle Barriere aufgebaut werden. Diese Reepithelialisierung wird von 
der Retraktion, Proliferation, der Migration und schließlich der Differenzierung der Keratinozyten 
bestimmt. Phänotypische Veränderungen des Zytoskelettes versetzen die Keratinozyten in 
einen aktivierten Zustand, der unter anderem durch die Expression der Keratine 6, 16 und 
17, die die konstitutiv exprimierten Keratine reorganisierten, gekennzeichnet ist (vgl. Abb. 2) 
(Paladini et al., 1996; Patel et al., 2006; Singer und Clark, 1999). Zusammen mit der Auflösung 
desmosomaler Strukturen, der „gap junctions“ und der Verbindung zur Basalmembran erlaubt 
dieser aktivierte Zustand die Seitwärtsmigration der Keratinozyten in das Wundgebiet. Dabei 
nehmen unter anderem Integrine und die dazugehörigen Liganden eine zentrale regulatorische 
Rolle ein (Grose et al., 2002; Hertle et al., 1992; Raymond et al., 2005; Singh et al., 2009). 
Die epidermale Migration hält bis zur Fusion der Epithelien an, worauf die Neusynthese einer 
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Basalmembranzone in zentripetaler Richtung folgt und die epidermale Regeneration mit der 
Differenzierung zu einem mehrschichtigen Epithel zum Abschluss kommt (Falabella und 
Falanga, 2001). 
Im dermalen Wundgebiet kommt es neben der Ausreifung der kollagenen Fasern unter 
dem Einfluss der Myofibroblasten zu dem retraktilen Vorgang der Kontraktion des 
Granulationsgewebes, bei der sich das Granulationsgewebe zunehmend in Narbengewebe 
umbildet. Myofibroblasten gehen aus Fibroblasten hervor, die unter anderem durch TGF-β1 
zur Expression von α-Glattmuskel-Aktin („α-smooth muscle actin“, α-SMA) stimuliert werden, 
was mit dem Erwerb von Kontraktilität einhergeht (Denton et al., 2009; Desmouliere et al., 
1993; Gabbiani, 2003). Damit befindet sich die Wunde im Spätstadium der Zellproliferation 
und der Angiogenese und tritt in die Umbauphase über, in der zwischen der Synthese neuer 
Bestandteile der Narbenmatrix und ihres Abbaus durch Matrix-Metalloproteinasen (MMP) ein 
reguliertes Gleichgewicht besteht (Abb. 5B). Die Fibroblasten synthetisieren extrazelluläre 
Matrix-Bestandteile einschließlich Kollagen, Elastin und Proteoglykane, andererseits aber auch 
Proteasen wie MMP-1 (Kollagenase 1), MMP-2 (Gelatinase A), MMP-3 (Stromelysin 1) und MMP-
13 (Kollagenase 3), die am Umbau der Matrix beteiligt sind. MMP-1 und MMP-13 degradieren 
vor allem fibrilläres Kollagen Typ I, II und III, MMP-2 seinerseits Kollagen Typ IV. Des Weiteren 
werden Inhibitoren der Metalloproteinasen („tissue inhibitors of metalloproteinases“, TIMP) 
sezerniert, die dem Gewebeabbau durch MMPs spezifisch regulieren. Vor der abschließenden 
Heilung kommt die Angiogenese zum Stillstand und die Kapillargefäßdichte nimmt wieder ab 
(Falabella und Falanga, 2001; Mignatti und Rifkin, 1996). 
Das entstandene Narbengewebe, das zellarm und sehr faserreich ist, zeigt nur bedingt 
widerstandsfähige Eigenschaften auf. Der Weg bis zur Entstehung des faserigen Narbengewebes 
setzt eine Vielzahl komplexer Wechselwirkungen zwischen entzündungsfördernden Zytokinen, 
Wachstumsfaktoren, Proteasen, Inhibitoren und Bestandteile der extrazelluären Matrix 
voraus, welche die Regulation und Vermittlung der zellulären Aktivität in der Wunde bis hin zur 
Bindegewebseinlagerung und Wundverschluss maßgeblich beeinflussen (Clark et al., 1996).
Um diese komplex regulierten Vorgänge der Wundheilung im Einzelnen studieren zu können, 
bedarf es in vitro-Systeme, die nicht nur die epidermale Regeneration sondern auch die 
dermale Reorganisation rekapitulieren.
1.3 In vitro-Hautkulturmodelle
In vitro-Systeme stellen einen Mittelpunkt der biologische Grundlagenforschung dar, um zelluläre 
und molekulare Prozesse der Epidermis zu untersuchen. Zur Generierung einer Epidermis 
in vitro ist es zunächst notwendig, Keratinozyten zu isolieren und anzuzüchten. Prinzipiell 
werden interfollikuläre Keratinozyten aus Hautbiopsien gewonnen, wobei auch alternative 
Verfahren wie explantierte Anagenhaare angewendet werden (Limat et al., 1996). Dank der 
Pionierarbeit von James G. Rheinwald und Howard Green werden seit nunmehr über 30 Jahren 
sogenannte „Feeder“- (= Nähr-)Zellen zur Primärkultivierung von Keratinozyten eingesetzt 
(Rheinwald und Green, 1975). Sie erreichten durch die Kokultivierung von Keratinozyten mit 
postmitotischen 3T3-Mausfibroblasten eine Proliferation der Epidermiszellen, die später mit 
dem Einsatz von Mediumsupplementen wie EGF, Insulin und Choleratoxin optimiert wurde 
(Rheinwald und Green, 1975; Rheinwald und Green, 1977). Die resultierenden Keratinozyten-
Kolonien dieser zweidimensionalen Konfiguration ermöglichten erste Studien von epidermalen 
Differenzierungsprozessen, wie beispielsweise die Expression von Keratin abhängig vom 
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Differenzierungsgrad oder die suprabasale Synthese von Involucrin (Banks-Schlegel und 
Green, 1981; Fuchs und Green, 1980; Watt, 1983). Damit stellte dieses „Monolayer“-System 
anfangs ein geeignetes Modell für die Erforschung grundlegender biologischer Mechanismen 
der Keratinozyten dar. 
Allerdings konnte mit diesem System kein voll differenziertes Epithel generiert werden, womit 
Studien an der Epidermis als Gewebeverband nicht möglich waren (Poumay und Coquette, 
2007). Um dies zu erreichen, wurden dreidimensionalen in vitro-Modells etabliert, die 
organotypische Kokultur, bei der die Keratinozyten luftexponiert kultiviert befähigt sind, ihren 
gewebespezifischen Differenzierungsprozess einzuleiten, um ein terminal differenziertes Epithel 
zu entwickeln (Bell et al., 1981; Contard et al., 1993; Coulomb et al., 1989; Fusenig et al., 1981; 
Mackenzie und Fusenig, 1983; Parenteau et al., 1991; Prunieras et al., 1983). Dabei bilden 
dermale Äquivalente, auf deren Oberfläche die Keratinozyten ausgesät werden, die Grundlage 
für die Ausbildung einer Epidermis in vitro. Hinsichtlich der Zusammensetzung der dermalen 
Matrix der Hautkonstrukte kam es zur Entwicklung vieler verschiedener Ansätze, wie zum 
Beispiel Kollagen-Gele (Bell et al., 1981; Fusenig et al., 1981), Kollagen-Glycosaminoglykan-
Matrizen (Boyce et al., 1988; Shahabeddin et al., 1990), de-epidermisierte Dermis (Ponec et 
al., 1988; Prunieras et al., 1983) sowie biodegradable Gerüststrukturen (el Ghalbzouri et al., 
2004b; Zacchi et al., 1998). Diese dreidimensionalen Hautmodelle erlaubten grundlegende 
Studien auf dem Gebiet der Differenzierung von Keratinozyten (Boukamp et al., 1990; Boyce 
und Hansbrough, 1988; Cerezo et al., 2003; el Ghalbzouri et al., 2002; Maas-Szabowski et al., 
2000), der Formation der Basalmembran (Breitkreutz et al., 2004; el Ghalbzouri et al., 2004a; 
Fleischmajer et al., 1993; Fleischmajer et al., 1998; Marionnet et al., 2006; Nischt et al., 2006; 
Smola et al., 1998) und der Interaktionen zwischen Epithel und Mesenchym (Fusenig, 1994; 
Maas-Szabowski et al., 1999; Sahuc et al., 1996; Smola et al., 1993; Szabowski et al., 2000). 
Weitere Erkenntnisse konnten in dem Bereich der Wundheilungsprozesse der Haut wie der 
Reepithelialisierung und der epidermalen Barriereentwicklung erbracht werden (Boyce et al., 
2002; Geer et al., 2002; Harrison et al., 2006; Laplante et al., 2001; Ponec et al., 1997; Rikimaru 
et al., 1997). In vitro-gefertigte Hautkonstrukte finden außerdem zur Erforschung und Heilung 
von Hauterkrankungen wie Psoriasis oder Epidermolysis bullosa Anwendung (Barker et al., 
2004; Gache et al., 2004; Konig und Bruckner-Tuderman, 1994; Woodley et al., 2003; Woodley 
et al., 2004). Die Kombination von Keratinozyten und Fibroblasten mit zusätzlichen Zelltypen 
in einem Kultursystem stellt dabei zweifellos einen neuen Meilenstein in der Erforschung 
von zellulären Vorgängen in vitro dar. Um beispielsweise die Wirkung von UV-Strahlung auf 
die Haut in vitro zu untersuchen und parakrine Effekte zu erforschen, wurden Melanozyten 
zusammen mit Keratinozyten auf dermalen Äquivalenten kokultiviert (Archambault et al., 1995; 
Nakazawa et al., 1997; Scott und Haake, 1991; Todd et al., 1993). Ebenso war es möglich, 
Antigen-präsentierende Langerhans-Zellen in ein in vitro-Hautmodell zu integrieren, um etwa 
Anfangsstadien allergischer Reaktionen zu studieren (Bechetoille et al., 2007; Fransson et al., 
1998). Kokultiviert man Keratinozyten und Fibroblasten zusammen mit Endothelzellen, wurden 
unter bestimmten Voraussetzungen kapillarähnliche Strukturen de novo generiert, die sich 
zu Untersuchungen angiogenetischer Faktoren sowie der Tubulogenese von Endothelzellen 
eigneten (Hudon et al., 2003; Schechner et al., 2003; Supp et al., 2000; Tonello et al., 2005; 
Tremblay et al., 2005).
Nicht zuletzt geht es bei der Entwicklung von in vitro-Modellen auch um die Reduzierung von 
Tierversuchen. Gerade nachdem im Februar 2003 von der Organisation für wirtschaftliche 
Zusammenarbeit und Entwicklung (OECD) die 7. Änderung der EU-Kosmetikrichtlinie 





In den letzten Jahrzehnten wurden eine Reihe organotypischer in vitro-Hautmodelle etabliert, 
um die regulatorischen Mechanismen der Zell-Zell- und Zell-Matrix-Interaktionen zu erforschen. 
Zwar konnten mit diesen Kultursystemen wesentliche Erkenntnisse zur Regulation epithelial-
mesenchymaler Wechselwirkungen entwickelt werden, jedoch war es mangels ausreichender 
Langzeit-Stabilität damit nicht möglich, konsolidierende Prozesse wie dermale Regeneration 
und epidermale Gewebshomöostase näher zu untersuchen.
Ziel der vorliegenden Arbeit ist es, Kulturbedingungen für die in vitro-Rekonstruktion einer 
funktionellen Dermis zu finden, die bestmögliche Konditionen schafft, um humane Keratinozyten 
in der Bildung einer regulären Epidermis zu unterstützen. Schwerpunktmäßig soll untersucht 
werden, ob in Langzeit-Experimenten eine epidermale Homöostase erreicht wird und wie sich 
die dermale Matrix während der Kultivierung entwickelt. Mit der Aufnahme von mikrovaskulären 
Endothelzellen als dritten Zelltyp in das Hautmodell soll überprüft werden, inwieweit das 
Regenerationspotential der in vitro-generierten Dermis auch die Ausformung vaskulärer 
Strukturen fördern kann. 
Im Einzelnen sollen folgende Fragen beantwortet werden:
 1. Was sind die optimalen Vorkulturbedingungen zur Rekonstruktion von
  Hautäquivalenten?
 2. Wird in Langzeit-Hautäquivalenten eine epidermale Gewebshomöostase
  erreicht?
 3. Wie setzt sich die extrazelluläre Matrix in den Hautäquivalenten zusammen?
 4. Können Endothelzellen erfolgreich in das Hautmodell aufgenommen und  
   Gefäßstrukturen generiert werden?
 5. Durch welche Faktoren werden Endothelzellen während der Gefäßbildung 
  unterstützt?
Die Ergebnisse dieser Arbeit sollen damit zur Etablierung eines humanen in vitro-Hautmodells 
beitragen, das künftig neue Perspektiven in der Erforschung der epidermalen Differenzierung, 
der Wundheilung, der Tumorbiologie und besonders der Tumorangiogenese eröffnen soll.
endgültiges Verbot von Tierversuchen für kosmetische Inhaltsstoffe vorsieht (OECD, 2004). 
Damit ist absehbar, dass in vitro-gefertigte Hautäquivalente zukünftig unerlässlich für 
pharmakotoxikologischen Untersuchungen sein werden.
Obwohl der derzeitige Wissensstand der Biologie der Keratinozyten einen Großteil seiner 
Erkenntnisse der Anwendung von in vitro-Hautmodellen aus den letzten Jahrzehnten verdankt, 
bleibt gleichwohl festzuhalten, dass kein Modell aufgrund individueller Vor- und Nachteile für 
jede Studie universell einsetzbar ist (Horch et al., 2005; MacNeil, 2007; Poumay und Coquette, 
2007). Aus diesem Grund besteht die Dringlichkeit, Hautäquivalente zu entwickeln und zu 
charakterisieren, die gerade auf aktuellen Gebieten der Wissenschaft wie der epidermalen 




2 Material und Methoden
Die vorliegende Arbeit wurde in einem molekularbiologischen Labor der Sicherheitsstufe S1 
unter Beachtung entsprechender Sicherheitsvorkehrungen angefertigt. Alle verwendeten 
Chemikalien entsprechen dem analytischen Reinheitsgrad beziehungsweise sind für die 
Zellkultur geeignet.
2.1 Material
2.1.1 Chemikalien und Lösungen für die Zellkultur    
Chemikalien Information / Hersteller
Adenin 24 mg/mL, Sigma-Aldrich
Aprotinin 10000 I.E./mL, Trasylol, Bayer
Ascorbinsäure 50 mg/mL, Sigma-Aldrich
Betaisadona Mundipharma
bFGF 100 µg/mL, R&D Systems
BrdU/BrdC 63,5 mM 5‘-Brom-2‘-desoxyuridin / 5‘-Brom-2‘-desoxycytidin, 
Sigma-Aldrich
Casyclean Schärfe System GmbH 
Casyton Schärfe System GmbH 
Choleratoxin 10-10 M in FAD-Medium, Sigma-Aldrich
DMEM Dulbeccos Modified Eagle’s Medium, Cambrex, Lonza
DMEM F-12 Ham’s F-12, Cambrex
EDTA 0,05% in PBSΘ + 1 µL/mL Phenolrot, Serva Electrophoresis 
GmbH
EGF 1 ng/mL, Sero-med
rhEGF 10 µg/mL, Promocell
FCS Fötales Kälberserum, Biochrom
Fibrinogen 8 mg/mL in PBSΘ pH 7,0, Baxter
Fibrinogen 8 mg/mL in PBSΘ pH 7,0, Sigma-Aldrich
Heparin 100 mg/mL, Sigma-Aldrich




Insulin 2,94 mg/mL in FAD-Medium, Sigma-Aldrich
Matrigel Matrigel Matrix, BD Biosciences
Methylcellulose 24 mg/mL, Sigma-Aldrich
PDGF 500 µg/mL, Sero-med
Penicillin/Streptomycin 10000 U / 10000 µg/mL, Biochrom AG
Phenolrot 0,5% in PBS, Biochrom AG
TGF-β1 2 µg/mL in 4 mM HCl / 1 mg/mL BSA, R&D Systems
Thrombin-S 10 I.E./mL in PBS mit Zugabe von CaCl2 5,88 mg/mL, Baxter
Thermolysin-Lösung Thermolysin 0,5 mg/ml (Sigma-Aldrich), 10 mM HEPES, 142 
mM NaCl, 6,7 mM KCl, 0,43 mM NaOH, 1mM CaCl2, pH 7,4 
einstellen
Trypsin 0,1% in PBSΘ + 1 µL/mL Phenolrot, Roche
2.1.2 Mediumansätze für die Zellkultur
Medium Zusammensetzung / Hersteller
D10 DMEM mit Zugabe von 10% FCS (Biochrom AG) und 1% 
Penicillin/Streptomycin 
Einfriermedium entsprechendes Medium mit Zugabe von 20% FCS und 10% 
Glycerin
EGM Endothelial Cell Growth Medium inklusive 5% FCS, 5 ng/mL 
EGF, 0,2 µg/mL Hydrocortison, 0,5 ng/mL VEGF, 10 ng/mL 
bFGF, 20 ng/mL R3 IGF-1 und 1 µg/mL Ascorbinsäure (Pro-
moCell) 
FADkomplett DMEM + DMEM F-12 im Verhältnis 1:1 mit Zugabe von 5% 
FCS, 1% Penicillin/Streptomycin, 5 mg Insulin, 10-10 M Chole-
ratoxin, 1 µg rhEGF, 24 µg Adenin und 0,4 µg/mL Hydrocorti-
son 
rFAD DMEM + DMEM F-12 im Verhältnis 1:1 mit Zugabe von 10% 
FCS, 1% Penicillin/Streptomycin, 0,4 µg/mL Hydrocortison, 
10-10 M Choleratoxin, 50 µg/mL Ascorbinsäure (frisch) und 500 
U/mL Aprotinin (frisch)
VascuLife EnGS Medium 
Complete Kit
VascuLife Basal Medium mit Zugabe von 0,2% EnGS, 5 ng/
mL rhEGF, 0,75 E/mL Heparin, 2% FBS, 10 mM L-Glutamine, 
1 µg/mL Hydrocortison und 50 µg/mL Ascorbinsäure (alle Life-
line Cell Technology) 
VascuLife VEGF Medium 
Complete Kit
VascuLife Basal Medium mit Zugabe von 5 ng/mL rhVEGF, 15 
ng/mL rhIGF-1, 5 ng/mL rhbFGF, 5 ng/mL rhEGF, 0,75 E/mL 
Heparin, 2% FBS, 10 mM L-Glutamine, 1 µg/mL Hydrocorti-
son und 50 µg/mL Ascorbinsäure (alle Lifeline Cell Technolo-
gy)
Vorkulturmedium M1 DMEM mit Zugabe von 10% FCS (Biochrom AG), 1% Penicil-
lin/Streptomycin und 50 µg/mL Ascorbinsäure (frisch)
Vorkulturmedium M2 DMEM mit Zugabe von 10% FCS (Biochrom AG), 1% Penicil-





Vorkulturmedium M3 DMEM mit Zugabe von 10% FCS (Biochrom AG), 1% Peni-
cillin/Streptomycin, 50 µg/mL Ascorbinsäure (frisch), 1 ng/
mL TGF-β1 (frisch), 50 µg/mL Heparin (frisch), 1 ng/mL bFGF 
(frisch) und 5 ng/mL PDGF-BB (frisch)
2.1.3 Material und Geräte für die Zellkultur    
Bezeichnung Information / Hersteller
Bestrahlungsgerät Gammacell 1000 D (Atomic Energy of Canada Limited - Com-
mercial Products)
Zellzählgerät Casy®1, Modell TTC, Schärfe System GmbH
Deep-Well Platten 6-Well-Format, BD Biosciences
Einfrierbox Cryo-Einfriergerät, Nunc
Einfriermaschine Kryo10 Series III, Planer
Einfrierröhrchen Kryoröhrchen, Nunc
Filter Inserts 0,4 µm (HD, „high density“) Porengröße, 6-Well-Format, BD 
Biosciences
Filter Inserts 3 µm Porengröße, 6-Well-Format, BD Biosciences
Filter Inserts 0,4 µm (HD, „high density“) Porengröße, 12-Well-Format, 
Costar
Filter Inserts 3 µm Porengröße, 12-Well-Format, Costar
Filter Inserts Millicell 3 µm Porengröße, 12-Well-Format, Millipore
Gerüststruktur Nonwoven-Zellulose-Material, genauere Angaben können 
aufgrund patentrechtlicher Ansprüche nicht gemacht werden
Glasringe Glasbläserwerkstatt, DKFZ Heidelberg
Hyalograft-3D HYAFF 11 Nonwoven, Fidia Advanced Biopolymers
Methycellulose Sigma-Aldrich
Mikroträger Cytodex 3, Sigma-Aldrich
Multi-Well Platten 6-Well-Format, BD Biosciences
Multi-Well Platten 12-Well-Format, BD Biosciences
Multi-Well Platten 24-Well-Format, Costar
Multi-Well Platten 48-Well-Format, BD Biosciences, Nunc
Multi-Well Platten 96-Well-Format, BD Biosciences
Multi-Well Platten 96-Well-Format, Rundboden, Greiner Bio-One
Polypropylen-Falcon 15 mL-Reaktionsgefäß, BD Biosciences
Polypropylen-Falcon 50 mL-Reaktionsgefäß, BD Biosciences
Stickstoffbehälter KGW-Isotherm
Teflonringe Werkstatt, DKFZ Heidelberg
Tissue-Tek O.C.T. Compound, Sakura
Zellkulturschalen 15 cm-, 10 cm-, 6 cm-, 3,5 cm-Format, BD Biosciences




2.1.4 Chemikalien und Lösungen für die histologische Analyse
Bezeichnung Information / Hersteller
Agar-Agar Roth
Eosin-Lösung 0,1% Eosin in 70% Ethanol und Eisessig 
Ethanol Riedel de Haën
Formaldehyd-Lösung 4% Formaldehyd in PBSΘ, AppliChem
Kapseln Medim
Hämatoxylin Mayers Hämalaun-Lösung, AppliChem, Roth 
Paraffin Medim
Salzsäure-Alkohol 2% Salzsäure in 70% Ethanol
Xylol Fluka Chemicals
2.1.5 Chemikalien und Lösungen für die immunhistochemische Analyse
Bezeichnung Information / Hersteller
Aceton Fisher Scientific
Antikörperlösung PBS mit Zugabe von 4% BSA
Blockierlösung PBS mit Zugabe von 4% BSA und 0,5% BSA-C
BSA Rinderserumalbumin, Sigma-Aldrich
BSA-C Azetyliertes Rinderserumalbumin, Aurion
Einbettmedium PermaFluor, Beckman Coulter
Lucifer Yellow 5,22 mg/mL, Sigma-Aldrich
Methanol Fluka
Nilrot Molecular Probes, Invitrogen








β1-Integrin m 1:100 p590 P4G11 Chemicon, Temecula, USA
β4-Integrin rt 1:1000 p587 33691A Pharmingen, USA
BPAg2    rb 1:300 p480 - L. Bruckner-Tudermann, Freiburg, 
Deutschland 
BrdU sh 1:200 p789 A205P Exalpha Biologicals, Maynard, 
USA
CD146    m 1:50 - MAB16985B Chemicon, Temecula, USA
CD151   m 1:50 p782 SM1209P Acris, Hiddenhausen, Deutsch-
land
CD31 m 1:200 p486 P8590 Sigma-Aldrich, St. Louis, USA
Connexin-
43




Claudin-1 rb 1:50 - 51-9000 Zymed, San Francisco, USA
Decorin rb 1:100 p233 - H. Kreese, Universität Münster, 
Deutschland
Decorin gt 1:20 HP18 PC673 Calbiochem, San Diego, USA
Desmog-
lein 1+2 
m 1:10 - 61002 Progen, Heidelberg, Deutschland
Desmopla-
kin 1&2
m 1:20 p292 61003 Progen, Heidelberg, Deutschland
E-Cadherin m 1:20 - 10028 Progen, Heidelberg, Deutschland
Elastin   m 1:200 - 324756 Calbiochem, San Diego, USA
Fibrillin m 1:100 - MAB1919 Chemicon, Temecula, USA
Fibrin    m 1:50 - BZL03435 Biozol, Eching, Deutschland
Filaggrin m 1:50 - MS-449-P Thermo Fisher Scientific, Fre-
mont, USA
Filaggrin m 1:300 p415 5002 Harbor BioProducts, Norwood, 
USA
Involucrin rb 1:100 - MS-10288-P Thermo Fisher Scientific, Fre-
mont, USA
Involucrin m 1:100 p578 I9018 Sigma-Aldrich, St. Louis, USA
Keratin 
1/10 
m 1:40 - 61808 Progen, Heidelberg, Deutschland
Keratin 10 m 1:10 - DE-K10 Progen, Heidelberg, Deutschland
Keratin 15 gp 1:200 - GP15.1 Progen, Heidelberg, Deutschland
Keratin 16 m 1:30 p401 LL025   I. Leigh, Universität London, UK
Keratin 16 m 1:100 - MS-620-P Thermo Fisher Scientific, Fre-
mont, USA 
Kollagen I m 1:100 HP6 AF5610 Acris, Hiddenhausen, Deutsch-
land
Kollagen III rb 1:100 HP3 600-401-105 Rockland, Gilbertsville, USA
Kollagen IV rb 1:1000 p153 302002000 Heyl GmbH, Berlin, Deutschland








rb 1:500 p328 - P. Marinkovich, Shriners Hospital, 
Portland, USA
Loricrin rb 1:1500 p204 -   D. Hohl, CHUV, Lausanne, 
Schweiz
MAGP-1 rb 1:100 HP12 ab24499 Abcam, Cambridge, UK
Nidogen-2 rb 1:1000 p593 - R. Nischt, Universität Köln, 
Deutschland
Occludin rb 1:25 - 71-1500 Zymed, San Francisco, USA




Plakoglobin m 1:10 - GP5.1 Progen, Heidelberg, Deutschland
Prokolla-
gen I 
rt 1:500 p613 MAB1912 Chemicon, Temecula, USA
Prokolla-
gen III 
rb 1:200 p614 AB764   Chemicon, Temecula, USA
Repetin  rb 1:200 p514 -   D. Hohl, M. Huber, CHUV, Lau-
sanne, Schweiz
sm-Actin m 1:100 p324 A-2547  Sigma-Aldrich, St. Louis, USA
Tenascin-C rt 1:10 HP10 MAB2138 RnDSystems, Cambridge, UK
Tenascin m 1:10 p800 10708 Progen, Heidelberg, Deutschland 
Thrombos-
pondin 








rb 1:200 HP11 ab21605 Abcam, Cambridge, UK
Vimentin gp 1:100 p856 GP53 Progen, Heidelberg, Deutschland
VE-Cadhe-
rin
rb 1:100 HP22 CAY-
160840-1
Biozol, Eching, Deutschland
vWF rb 1:200 p321 F3520 Sigma-Aldrich, St. Louis, USA
ZO-1 m 1:30 - 33-9100 Zymed, San Francisco, USA














a-gp IgG gp Cy3 1:1000 s141 706-165-148 Dianova
a-gp IgG gp DTAF 1:80 s236 706-015-148 Dianova
a-gp IgG gp TXR 1:200 s204 406-075-118 Dianova
a-gt IgG gt Cy3 1:500 s256 705-166-147 Dianova
a-m IgG m A488 1:500 s259 A11029 Invitrogen
a-m IgG m Cy3 1:500 s253 715-166-151 Dianova
a-rat IgG rt A597 1:2000 s173 A11007 Invitrogen
a-rb IgG rb Cy2 1:50 s263 711-226-152 Dianova
a-rb IgG rb Cy3 1:1000 s180 111-165-144 Dianova
Streptavidin Biotin Cy3 1:1000 s137 016-160-084 Dianova
2.1.8 Lösungen, Material und Antikörper für die Western Blot Analyse
Bezeichnung Information / Hersteller





anti-Kollagen I Primärer Antikörper, Kollagen I, 1:5000, HP8, C7510-15, Uni-
ted States Biological
anti-Kollagen III Primärer Antikörper, Kollagen III, 1:2000, HP3, 600-401-105, 
Rockland
Blockierungspuffer 10% fettarme H-Milch (alternativ 5% Milchpulver), 0,1% 
Tween20 in PBS
Blot-Membran Nitrozellulose Membran, Schleicher und Schüll
ECL-Lösung „Enhanced Chemiluminescens“, GE Healthcare
Laemmli-Puffer pH 6,8 Lysepuffer plus 0,1% Bromphenolblau
Laufpuffer pH 8,3, 25 mM Tris, 250 mM Glycin, 0,1% SDS
Lysepuffer pH 6,8, 50 mM Tris-HCl, 20% Glycerin 2% β-Mercaptoethanol, 
1% SDS
Milchpulver Roth
Ponceau-Färbelösung Ponceau S 2%, Trichloressigsäure 3%, Sulfosalicylsäure 3%
Proteinmarker Full Range Rainbow Marker; New England Biolabs
Röntgen-Film Medical Dry Imaging X-Ray Film 100 NIF, Fujifilm
Sammelgel 2,8% 5,2 mL H2O, 1,9 mL Sammelgelpuffer, 0,6 mL Acrylamid, 45 
μL APS, 15 μL TEMED
Sammelgelpuffer pH 6,8, 0,5 M Tris-HCl, 0,4% SDS
TEMED N, N, N´, N´-Tetramethyldiamin, Roth
Transferpuffer 25 mM Tris, 250 mM Glycin, 20% Methanol
Trenngel 7,5% 4,9 mL H2O, 2,5 mL Trenngelpuffer, 1,9 mL Acrylamid, 0,75 
mL Glycerin, 50 μL APS, 5 μL TEMED
Trenngelpuffer pH 8,8, 1,5 M Tris-HCl, 0,4% SDS
Tween 20 Fluka Chemicals
2.1.9 Sonstige Lösungen, Materialen und Geräte
Bezeichnung Information / Hersteller
Brutschrank Heraeus und Thermo Scientific (Heracell 240)
Elektrophoresekammer BioRad
Fettstift Super Pap Pen, Beckman Coulter







Kryotom Modell 2700, Reichert-Jung
Lichtmikroskop BX-51, Olympus
Lichtmikroskop IX-70, Olympus
Kamera Digitale Echtfarben Kamera ColorView12, SIS
Kamera Digitale S/W Kamera F-View, SIS
Kamera Digitalkamera Camedia C-3030, Olympus




PBSΘ „Phosphate buffered saline“, phosphatgepufferte Kochsalzlö-
sung, 137 mM NaCl, 2,6 mM KCl, 1,76 mM KH2PO4, 8,1 mM 





2.2.1.1 Isolierung von Keratinozyten aus der humane Haut
Biopsien von Körperhaut wurden uns freundlicherweise von der ATOS-Klinik Heidelberg, der 
Frauenklinik Heidelberg, der Frauenklinik Tübingen, dem Klinikum Hamburg sowie der St. 
Elisabeth Klinik Heidelberg mit Einverständnis der Ethik-Kommision zur Verfügung gestellt. 
Das Alter der Spender reicht von 23 bis 60 Jahren. 
Die Hautproben wurden zunächst in Betaisadona-Lösung 30 Minuten desinfiziert und 
anschließend mehrmals mit sterilem PBS gespült. Daraufhin erfolgte die möglichst vollständige 
Entfernung des Fettgewebes. Mit einem Skalpell wurde dann die Haut in ca. 0,5 cm dicke und 
4 cm lange Streifen geschnitten. Die Streifen wurden über Nacht bei 4ºC in Thermolysinlösung 
(0,5 mg/mL) inkubiert. Nach der Inkubationszeit wurde die Epidermis mit Hilfe von zwei 
Dumont-Pinzetten abgezogen, in einem 0,8% Trypsin-0,05% EDTA 1:1 Gemisch aufgenommen 
und für 10 Minuten bei 37ºC inkubiert. Anschließend wurden durch starkes Schütteln und 
Klopfen die Keratinozyten vereinzelt. Durch nachfolgendes Filtrieren durch einen Filter mit 
70 μm Maschenweite sollte die Zellsuspension von Aggregaten befreit werden. Der Filter 
wurde mit reichlich Medium nachgespült. Die Ausbeute der Isolation wurde im Durchfluss 
mit einem Zellzählgerät bestimmt. Danach wurden die Keratinozyten in gewünschter Dichte 
(ca. 5000 Zellen pro cm2) in FADkomplett-Medium auf 2 Tage vorkultivierte Schalen mit Feeder-
Fibroblasten (ca. 6000 Zellen pro cm2) (vgl. 2.2.1.5) ausgesät. Kurz vor dem Erreichen der 
Konfluenz (ca. 80-90%) wurden die Keratinozyten trypsiniert und eingefroren (2 Mio Zellen 
pro Probengefäß, Passage 1). Für Experimente wurden die Zellen aufgetaut, in Feeder-Layer-
Kokultur mit Feeder-Fibroblasten expandiert und nach Trypsinierung in Passage 2 verwendet. 
In der vorliegenden Arbeit kamen Keratinozyten von 10 individuellen Spendern zum Einsatz 
(Einfrierdatum: 10.05.1999, 08.02.2000, 17.06.2002, 20.10.2005, 08.12.2005, 05.02.2007, 
04.04.2007-I, 04.04.2007-II,  17.04.2007, 10.03.2008).
2.2.1.2 Kultivierung und Passagierung von Keratinozyten
Die Kultivierung von primären Keratinozyten erfolgte auf Feeder-Layer-Kulturen (Abb. 6A, B). 
Dabei handelt es sich um 70 Gray-bestrahlte Fibroblasten, die einen Tag vor der Aussaat der 
Keratinozyten in FADkomplett bei einer Zelldichte von 6000 Zellen pro cm
2 angesetzt wurden. 
Die Keratinozyten wurden mit einer Aussaatdichte von 12000 Zellen pro cm2 zugegeben, 
woraufhin zwei Tage später der erste Mediumwechsel erfolgte. Bevor die Zellen konfluent 
wurden, erfolgte die Subkultivierung, um der Ausbildung ausdifferenzierter Zellschichten zuvor 
zukommen. Das Medium wurde abgezogen, und durch Spülen mit EDTA-Lösung (0,05%) 




Minuten bei 37ºC inkubiert. Unter mikroskopischer Kontrolle wurden die Feeder-Zellen durch 
Spülen mit der EDTA-Lösung entfernt (Abb. 6C). Nachdem alle Feeder-Zellen entfernt waren, 
wurde Trypsinlösung (0,4%) zugegeben und wiederum bei 37ºC 2 bis 5 Minuten inkubiert. Der 
Trypsinierungsschritt war der wohl kritischste, da eine zu lange Inkubation die Zellen zu stark 
schädigen kann. Aus diesem Grund wurde darauf geachtet, dass die Trypsin-Behandlung so 
kurz wie möglich war. Anschließend wurden die Keratinozyten durch Pipettieren vereinzelt und 
die Suspension in FCS-haltigem Medium aufgenommen. Es sollte mindestens das dreifache 
Volumen an Medium verwendet werden, um die Trypsinaktivität wirksam zu unterbinden. 
Daraufhin wurden die Keratinozyten gezählt, die erforderliche Zellmenge etwa 5 Minuten 
bei 1000 U/min (Labofuge 400, Heraeus) abzentrifugiert und im gewünschten Volumen 
resuspendiert.
2.2.1.3 Isolierung von Fibroblasten aus der humane Haut
Der während der Keratinozyten-Isolierung verbleibende dermale Hautanteil wurde in etwa 0,5 
bis 1 cm2 große Stücke geschnitten. Diese wurden auf eine FCS-beschichtete Zellkulturschale 
gesetzt und nach leichtem Antrocknen mit DMEM mit 20% FCS überschichtet. Nach etwa 2 bis 
3 Wochen wuchsen Fibroblasten aus den Dermis-Stücken aus. Nach Erreichen der Konfluenz 
wurden die Fibroblasten vorsichtig, ohne die Dermis-Stücke abzulösen, trypsiniert, und auf 
Zellkulturschalen (8500 Zellen pro cm2) in D10 kultiviert. Die verbleibenden Gewebestücken 
konnten erneut in DMEM mit 20% FCS inkubiert werden, um gegebenenfalls weitere 
Fibroblasten zu erhalten. In der vorliegenden Arbeit kamen dermale Fibroblasten eines 
individuellen Spenders bis zur Passage 12 zum Einsatz (männlich, 21 Jahre, Rumpfhaut, 
Einfrierdatum: 09.03.1995).
2.2.1.4 Kultivierung und Passagierung von Fibroblasten
Humane dermale Fibroblasten wurden in dem Standardmedium D10 (vgl. 2.1.2 Mediumansätze 
für die Zellkultur) im Brutschrank bei 37°C, 5% CO2 und 98% Luftfeuchte kultiviert. Dreimal 
wöchentlich erfolgte der Mediumwechsel. Konfluente Zellkulturen wurden nach dem Abziehen 
des Mediums und einer EDTA-Spülung (0,05%) passagiert. Dazu wurden die Zellen nach 
einer drei- bis fünfminütigen Inkubation mit Trypsin (0,1%) bei 37°C von den Kulturschalen 




dass die proteolytische Aktivität von Trypsin durch das im FCS enthaltene BSA des Mediums 
abgefangen werden konnte. Anschließend folgte die Zellzahlbestimmung mit dem CASY-
Zellzahl-Gerät. Die Aussaatdichte der Fibroblasten zur Kultivierung betrug 8500 Zellen pro 
cm2.
Zur automatisierten Zellquantifizierung mit dem Casy-Gerät wurden 50 μL der zu messenden 
Zellsuspension in 10 mL Casyton-Lösung (Elektrolytlösung) aufgenommen und nach 
Vorschrift vermessen. Das Prinzip beruht auf der Verbindung einer Widerstandsmessung 
und einer Pulsflächenanalyse. Die in dem schwachen Elektrolyten suspendierten Zellen 
durchströmen eine Kapillarstrecke, an der über zwei Platinelektroden eine Spannung angelegt 
ist, und verdrängen eine ihrem Volumen entsprechende Menge an Elektrolytlösung. Da intakte 
Zellen als Isolator betrachtet werden können, kommt es entlang der Kapillarstrecke zu einer 
Widerstandserhöhung, die ein Maß für das Volumen der Zellen darstellt. Zur Auswertung der 
Mess-Signale erfolgte die Erfassung des gesamten Signalverlaufes und die anschließende 
Pulsflächenanalyse. Mit dieser Methode wurde die Zellzahl festgestellt.
2.2.1.5 Herstellung von Feeder-Fibroblasten
Für die Kultivierung von primären Keratinozyten wurden Feeder-Fibroblasten hergestellt. 
Abtrypsinierte Fibroblasten wurden in D10 aufgenommen (ca. 5 Mio Zellen pro mL) und 
mit 70 Gray an einer Gamma-Strahlenquelle bestrahlt. Diese Zellen konnten nun in dem 
entsprechenden Einfriermedium eingefroren oder direkt ausgesät werden. Als Feeder-Layer 
Kultur wurden üblicherweise 24 Stunden vor Aussaat der Keratinozyten ca. 6000 Feeder-
Fibroblasten pro cm2 in FADkomplett ausgesät, damit sie bereits das Medium für die Keratinozyten 
vorkonditionieren.
2.2.1.6 Kultivierung und Passagierung von Endothelzellen
Es kamen zwei unterschiedliche Endothelzelltypen zum Einsatz. Die immortalisierte 
Endothel-Zellline HMEC-1 („human dermal microvascular endothelial cells“, humane dermale 
mikrovaskuläre Endothelzellen) wurde von der Firma PromoCell (Heidelberg) bezogen und für 
die Untersuchungen bis zur Passage 16 eingesetzt. Die Kultivierung erfolgte auf unbeschichteten 
Zellkulturschalen mit einer Aussaatdichte von 8500 Zellen pro cm2. Als Medium wurde D10 
verwendet, das dreimal wöchentlich gewechselt wurde. Für die Passagierung wurde das 
Medium abgesaugt und es folgte eine dreiminütige EDTA-Spülung (0,05%). Daraufhin wurden 
die Zellen mit Trypsin (0,1%) für 5 Minuten bei 37°C inkubiert und nach Abstoppung mit D10 von 
den Kulturschalen abgelöst. Nach der Zellzahlbestimmung mittels des CASY-Zellzahl-Gerätes 
wurden die Zellen entweder umgesetzt oder fanden für die Versuche ihre Anwendung.
Als zweiter Zelltyp wurden humane venöse Nabelschnur-Endothelzellen (HUVEC, „human 
umbilical vein endothelial cells“) verwendet (Lifeline Cell Technology, Lots #00063, #00154, 
#00213, #00232). Sie wurden mit VascuLife-Medium (vgl. 2.1.2) behandelt und für die Versuche 
bis zur Passage 5 eingesetzt. Für die Umsetzung erfolgte zunächst eine dreiminütige EDTA-
Behandlung (0,05%), worauf die Zellen bei 37°C für weitere 3 Minuten mit einem Trypsin-EDTA-
Gemisch (0,1% Trypsin und 0,05% EDTA 1:1 Gemsich) inkubiert wurden. Nach dem Ablösen 
der Zellen wurden sie mit einer Zelldichte von 6400 Zellen pro cm2 auf unbeschichteten 10 




2.2.1.7 Identifizierung von Endothelzellen
Endothelzellen wurden mit Ac-LDL-DiI (Azetyliertes Low Density Lipoprotein markiert mit 1,1‘-
Dioacetyl-3,3,3‘,3‘-Tetramethyl-Indocarbocyanin Perchlorat, Molecular Probes) charakterisiert. 
Dieses Lipoprotein identifiziert spezifisch vaskuläre Endothelzellen sowie Makrophagen. 
Nach Aufnahme von DiI-Ac-LDL wird das Lipoprotein durch lysosomale Enzyme degradiert 
und der Fluoreszenzfarbstoff in den intrazellulären Membranen akkumuliert. Dazu wurden 
Endothelzellen bis zur Konfluenz in Zellkulturschalen kultiviert. Daraufhin wurde das Medium 
entfernt und die Zellen wurden mit PBS kurz gewaschen. Dann folgte die Zugabe mit DiI-Ac-
LDL (10 μg/ml in Medium) und eine Inkubation von 4 Stunden. Die Zellen wurden dann mit 
PBS sowie mit Medium gewaschen und anschließend nach erneuter Mediumzugabe unter 
einem Fluoreszenzmikroskop betrachtet.
2.2.1.8 Kryokonservierung von Zellen
Konfluente Zellen wurden durch Trypsinieren geerntet und die Zellzahl wurde bestimmt. Nach 
der Sedimentierung wurde das entsprechende Einfriermedium (vgl. 2.1.2) hinzugefügt. Die 
Einfrierröhrchen wurden mit 1 mL Zellsuspension zunächst 1 Stunde bei 4ºC abgekühlt. Darauf 
wurden die Zellen in einem computergesteuerten Einfriergerät mit einer Kühlrate von 1ºC pro 
Minute auf -70ºC eingefroren. Wahlweise wurden die Zellen in spezielle Einfrierboxen überführt, 
die während der Lagerung bei -80°C eine Abkühlung von 1°C pro Minute gewährleisten. 
Zur Langzeit-Konservierung wurden die eingefrorenen Röhrchen dann in der Dampfphase 
über flüssigem Stickstoff bei -192°C gelagert. Zum Auftauen der Zellen empfahl sich ein 
schnelles Anwärmen im Wasserbad bei 37ºC. Unmittelbar danach wurden die Zellen auf eine 
Zellkulturschale mit angewärmten Medium ausgesät.
2.2.2 Herstellung und Kultivierung organotypischer Hautmodelle
2.2.2.1 Herstellung und Kultivierung von dermalen Äquivalenten
Als Gerüstmaterial zur Herstellung dermaler Äquivalente kam Hyalograft-3D (Hyaff 11 
Nonwoven, Fidia Advanced Biopolymer, Abano Terme, Italien) zum Einsatz. Für den Ansatz 
der Hautmodelle in Deep-Well-Platten (6-Well-Format) wurden kreisförmige Stücke mit einem 
Durchmesser von 20 mm mit einer sterilen Stanze angefertigt. Diese Gerüstmaterialstücke 
wurden kurz vor dem Versuchsansatz in die Deep-Well-Inserts (Porengröße 0,4 µm) überführt. 
Die Einsaat der Fibroblasten erfolgte als Zellsuspension in Fibringel, da die Fibroblasten ohne 
eine zusätzliche Matrix nur unzureichend im Gerüst gebunden würden (Abb. 7A). Zur Herstellung 
der Fibrinogen-Lösung (8 mg/mL) wurden zwei verschiedene Methoden verwendet. Entweder 
wurde das Fibrinogen (ca. 80 mg/mL) direkt aus dem Tissucol-Kit (Baxter) in 10 mL PBSΘ 
gelöst und bei -20°C eingefroren. Für den Versuchsansatz empfahl sich das Auftauen  bei 
Raumtemperatur. Bei der zweiten Methode wurde Fibrinogen (aus humanem Plasma, Sigma) 
in PBSΘ (pH 7,0) in einer Konzentration von 8 mg/ml gelöst und danach in autoklavierte, EDTA-
behandelte Visking Dialyseschläuche (Ausschlussgröße 10-20 kDa, Roth) gefüllt. Daraufhin 
folgte die Dialyse über Nacht bei 4ºC gegen PBSΘ (pH 7,0) mit anschließendem Einfrieren 
bei -20°C. Für den Versuchsansatz wurde die entsprechende Anzahl von Fibroblasten (vgl. 
3.1.2) als Zellpellet in einem Falcon-Gefäß mit Thrombin-Lösung (10 I.E./mL) und der gleichen 




in das 6-Well-Insert auf der Oberfläche des Gerüstmaterials luftblasenfrei verteilt. Danach 
wurde Fibrinogen (8 mg/mL) mit PBS im Verhältnis 1:1 durchmischt und wiederum 760 µL 
dieser Fibrinogen-PBS-Lösung mit der Zell-Thrombin-FCS-Suspension unbedingt luftblasenfrei 
durchmengt. Somit entsprachen die finalen Konzentration in einem dermalen Äquivalent: 2 
mg/mL Fibrinogen und 2,5 I.E./mL Thrombin. Dieses dermale Äquivalent wurde für ungefähr 
30 Minuten bei 37°C im Brutschrank bis zur Polymerisierung des Fibringels inkubiert. Darauf 
folgte die Zugabe des Vorkulturmediums (vgl. 3.1.1) und die dermalen Äquivalente wurden 
über verschiedene Zeiträume (vgl. 3.1.3) submers kultiviert. Der Mediumwechsel erfolgte alle 
zwei Tage.
2.2.2.2 Herstellung und Kultivierung von Hautäquivalenten
Die organotypische Kokultur von Hautäquivalenten erfolgte in Deep-Well-Platten mit 
entsprechenden Inserts, bei denen unterhalb der Filter ein Mediumreservoir bestand (Abb. 
7B, C). Nachdem die dermalen Äquivalente je nach Versuchsansatz eine bestimmte Zeit 
im jeweiligen Vorkulturmedium behandelt wurden, erfolgte die Entfernung des Mediums 
und es wurden autoklavierte Glasringe mit einem Innendurchmesser von 18 mm (1,5 mm 
Wandstärke, 12 mm Höhe) vorsichtig auf die Gele gesetzt. Daraufhin ersetzte rFAD-Medium 
als Kokulturmedium das bisherige Vorkulturmedium mit den Zusätzen Ascorbinsäure (50 
μg/mL) und Aprotinin (500 I.E./mL), ein Vorgang, der als „Shiften“ bezeichnet wird. Einen 
Tag später wurde das Medium in der Deep-Well-Platte nicht gewechselt, da es durch die 
Vorkonditionierung der Fibroblasten angereichert mit Wachstumsfaktoren und Zytokinen das 
Anwachsen der Keratinozyten erleichtern sollte. Lediglich auf der Oberfläche des dermalen 
Äuivalentes wurde das Medium entfernt. Dann kam es zur Aussaat der Keratinozyten auf 
die Oberfläche des dermalen Äquivalentes mit einer Zelldichte von 0,3 Mio pro cm2 in 1,5 




Wiederum einen Tag darauf fand das so genannte „Liften“ der Kokulturen statt, bei dem das 
Medium auf der Oberfläche mit einer 1 mL-Pipette vorsichtig durchgespült und daraufhin 
abgesaugt wurde. Sowohl die Glasringe als auch das Medium in der Deep-Well-Schale 
wurden entfernt. Das Medium wurde auf rFAD-Medium supplementiert mit Ascorbinsäure (50 
μg/mL) und Aprotinin (250 I.E./mL) umgestellt. Es wurde darauf geachtet, dass das Medium 
den Filter gerade benetzt, so dass ein direkter Kontakt des dermalen Teils mit dem Medium 
gewährleistet war. Zusammenfassend markieren diese Ereignisse den Tag 0 der Kokulturphase, 
die somit eingeleitet wurde. Die Keratinozyten wurden luftexponiert weiterkultiviert und der 
Mediumwechsel erfolgte alle zwei Tage.
2.2.2.3 Herstellung von Endothelzell-Aggregaten
Endothelzell-Aggregate wurden mittels eine Methode produziert, bei der die Zellen in einem 
geringen Volumen als hängender Tropfen („hanging drop“) auf der Unterseite eines Multiwell-
Plattendeckels für einen Tag kultiviert wurden (Vernon und Sage, 1999). Das Volumen dieser 
hängenden Tropfen sollte 20 µL nicht überschreiten. Ungefähr 100 Endothelzellen wurden 
benötigt, um Zell-Aggregate herzustellen. Nach der Inkubationszeit wurden die hängenden 
Tropfen vorsichtig mit abgeschnittenen Pipettenspitzen aufgenommen und für die jeweiligen 
Experimente eingesetzt.
2.2.2.4 Herstellung von Endothelzell-Sphäroiden
Für die Generierung von Endothelzell-Sphäroiden wurde Methylcellulose mit einer Viskosität 
von 4000 cPs (Methocel A, #M-0512, Sigma-Aldrich) verwendet (Korff und Augustin, 1998). 
6 g Methocel wurden in einer 500 mL-Schottflasche zusammen mit einem Magnetrührer 
autoklaviert. Die autoklavierte Methylcellulose wurde mit 60°C vorinkubierten DMEM-Medium 
(250 mL) zunächst bei Raumtemperatur für 20 Minuten und dann für 2 Stunden bei 4°C gelöst. 
Diese Suspension wurde aliquotiert und bis zum Start der Experimente bei 4°C gelagert. Direkt 
vor dem Ansatz der Versuche wurden die Aliquots bei 6500 U/min (5000 g) für 120 Minuten 
zentrifugiert, woraufhin das Eluat (ca. 90%) für die Herstellung der Endothelzell-Sphäroide 
verwendet wurde. Pro Sphäroid wurden 750 Endothelzellen zusammen mit 150 µL Methocel-
Medium je Well (96-Well-Platte, Greiner Bio-One) pipettiert. Das Methocel-Medium bestand 
aus 20% Methocel-Eluat und 80% EGM. Nach einem Tag Inkubation im Brutschrank wurden 
die Endothelzell-Sphäroide für die Versuche eingesetzt, wobei zum Pipettieren abgeschnittene 
Pipettenspitzen präpariert wurden.
2.2.2.5 Herstellung von Endothelzell-Mikroträgern
Eine weitere Methode, um Endothelzellen in einem Zellverbund zu kultivieren, ist deren 
Aussaat und Anheftung auf Mikroträgern (Nehls und Drenckhahn, 1995). Dazu wurden 
Cytodex-3-Mikroträger (Sigma-Aldrich) verwendet, die aus Dextran bestehen, eine Kollagen 
I-Beschichtung besitzen und einen ungefähren Durchmesser von 175 µm haben. Gemäß 
den Herstellerhinweisen wurde 1 g Cytodex-3-Trockenpulver in 50 mL PBS aufgelöst und 
autoklaviert. Bei einer Anzahl von 3 Mio Mikroträgern je 1 g Trockenpulver entsprach die 
Konzentration in 50 mL PBS 6000 Mikroträger pro 100 µL Cytodex-3-Lösung. Zur Vorbereitung 




und für eine Minute abzentrifugiert. Das PBS im Überstand wurde vorsichtig abgezogen, so 
dass lediglich die Mikroträger als Pellet zurück blieben. Dann wurde mit 500 µL Endothelzell-
Medium (vgl. 2.1.2) gespült, wiederum abzentrifugiert, das Medium entfernt und letztlich 1 mL 
Endothelzell-Medium hinzugefügt. Gleichlaufend wurde ein Zellpellet mit ensprechender Anzahl 
von Endothelzellen in einem 50 mL-Reaktionsgefäß (Falcon) vorbereitet und in maximal 4 mL 
Endothelzell-Medium resuspendiert. Die Zellsuspension wurde mit der Cytodex-3-Lösung in dem 
50 mL-Reaktionsgefäß durchmischt und im Brutschrank über Nacht inkubiert. Es wurde darauf 
geachtet, dass der Deckel des Reaktionsgefäßes nicht komplett geschlossen ist. Während der 
ersten 4 Stunden Inkubationszeit wurde das Falcon-Gefäß alle 15 Minuten leicht geschüttelt. 
Außerdem wurde das Mikroträger-Zell-Gemisch stündlich mittels einer abgeschnittenen 1 mL-
Pipettenspitze aufgezogen und resuspendiert. Dadurch sollten Aggregationen der Mikroträger 
miteinander verhindert werden. Nach ungefähr 4 Stunden Behandlungsdauer wurde das 
Medium auf die für die jeweilige Zellzahl benötigte Menge ergänzt und über Nacht inkubiert. 
Am nächsten Tag folgte das Aufmischen dieser Suspension sowie Filtrierung durch einen Filter 
mit einer Porengröße von 70 µm. Dadurch wurden einzelne Zellen und Zellaggregate entfernt, 
die nicht an die Mikroträger adhärierten. Somit befanden sich die mit Endothelzellen behaften 
Mikroträger im Rückstand in dem Filter und wurden für die Versuche folglich eingesetzt. Der 
Literatur ist zu entnehmen, dass sich nach optimaler Behandlung ungefähr 30 Endothelzellen 
auf einem Cytodex-3-Mikroträger befinden (Nehls und Drenckhahn, 1995).  
2.2.2.6 Herstellung und Kultivierung von endothelialisierten dermalen Äquivalenten
Als Gerüstmaterial zur Kultivierung endothelialisierter dermaler Äquivalente kam sowohl 
Hyalograft-3D (Hyaff 11 Nonwoven, Fidia Advanced Biopolymer, Abano Terme, Italien) als auch 
Gerüstmaterial basierend auf Zellulose (nähere Angaben können aufgrund patentrechtlicher 
Ansprüche nicht gemacht werden) zum Einsatz. Die Zusammensetzung und Herstellung der 
Fibrinmatrix entsprach der Produktion dermaler Äquivalente (vgl. 2.2.2.1). Für die Produktion 
endothelialisierter dermaler Äquivalente wurden vier verschieden Methoden getestet.
Basierend auf Endothelzell-Aggregaten wurden diese wie beschrieben hergestellt (vgl. 
2.2.2.3). Nach dem Auspolymerisieren der Fibrinmatrix des dermalen Äquivalentes (vgl. 
2.2.2.1), wurden die Endothelzell-Aggregate in den hängenden Tropfen vorsichtig aufgezogen 
und auf der Oberfläche der dermalen Matrix verteilt. Die Aussaatdichte der Aggregate machte 
ungefähr 30 Stück pro cm2 aus. Nach submerser Vorkultivierung in einem Gemisch aus EGM 
und Vorkulturmedium M2 (1:1, vgl. 2.1.2) wurden die endothelialisierten dermalen Äquivalente 
um 180° gedreht, so dass sich die Endothelzellen schlussendlich auf der Unterseite befanden. 
Danach kam es zum „Shiften“ der Kulturen, womit die Aussaat der Keratinozyten vorbereitet 
wurde (vgl. 2.2.2.2).
Im Gegensatz zu den Endothelzell-Aggregaten verfügten die Endothelzell-Sphäroide über eine 
höhere Stabilität. Daher wurden 20 Sphäroide pro cm2 mit der FCS-Komponente zusammen 
mit den Fibroblasten in der Thrombin-Komponente luftblasenfrei vermengt, woraufhin wie 
beschrieben Fibrinogen und PBS hinzugefügt wurde (2.2.2.1). Nach der Polymerisierung der 
endothelialisierten dermalen Matrix, begann die Vorbehandlung der Kulturen in einem Gemisch 
aus Endothelzell-Medium und Vorkulturmedium M2 (1:1, vgl. 2.1.2). Nach dem „Shiften“ wurden 




Die mit Endothelzellen behafteten Cytodex-3-Mikroträger wurden auf einem zellfreien Fibringel 
(400 µL) auf der Insertmembran mit einer Dichte von 1000 Mikroträgern pro cm2 verteilt. Danach 
wurde ein weiteres zellfreies Fibringel auf der Oberfläche installiert, um die Mikroträger zu 
fixieren und deren Aggregation zu verhindern. Zu Herstellung endothelialisierter Dermismodelle 
wurden separat angesetzte dermale Äquivalente (vgl. 2.2.2.1) auf den Fibringelen angebracht. 
Diese Konstrukte wurden für ungefähr eine Woche in einer Mediumlösung aus VascuLife-
Medium und Vorkulturmedium M2 (1:1, vgl. 2.1.2) vorinkubiert, bevor es zur Aussaat der 
Keratinozyten kam.
Als letztendlich erfolgreichste Methode, Endothelzellen in das Hautmodell zu integrieren 
und die Formierung gefäßartiger Strukturen zu beobachten, erwies sich die Inokulation 
der Endothelzellen zusammen mit den Fibroblasten als Einzelzellsuspension. Dazu wurde 
das Endothelzell-Pellet in FCS-Lösung und das Fibroblasten-Pellet in Thrombin-Lösung 
aufgenommen. Diese Suspensionen wurden miteinander vermengt und in die Gerüststruktur 
pipettiert. Darauf folgte die luftblasenfreie Vermischung mit der Fibrinogen-PBS-Lösung mit 
anschließender Inkubation im Brutschrank, bis schließlich die Polymerisierung der Fibrinmatrix 
gelang. Beide Zelltypen, Endothelzellen und Fibroblasten, wurden mit einer Zelldichte von 
je 100000 Zellen pro cm2 eingesät. Für die Experimente, bei denen einer der dermalen 
Zelltypen als Monokultur kultiviert beziehungsweise vorbehandelt wurde, betrug die Zelldichte 
200000 Zellen pro cm2. Als Medium wurde wiederum eine Mixtur aus VascuLife-Medium und 
Vorkulturmedium M2 (1:1, vgl. 2.1.2) eingesetzt, bevor die Keratinozyten als weiterer Zelltyp 
hinzukam.
    
2.2.2.7 Herstellung und Kultivierung von endothelialisierten Hautäquivalenten
Bei den unterschiedlich angesetzten endothelialisierten dermalen Äquivalente kam es einen 
Tag vor Aussaat der Keratinozyten zum „Shiften“ (vgl. 2.2.2.2). Wurden HMEC-Zellen als 
endothelialer Bestandteil verwendet, konnte auf den Einsatz von speziellen Endothelzell-
Mediumansätzen sowohl in Vorkulturzeit als auch während der Kokulturzeit mit den 
Keratinozyten verzichtet werden. HUVEC-Zellen hingegen benötigten spezielles Endothelzell-
Medium. Dies hatte zur Folge, dass das Vorkulturmedium (Vorkulturmedium M2, vgl. 2.1.2) 
sowie das Kokulturmedium (vgl. 2.2.2.2) im Verhältnis 1:1 mit Endothelzell-Medium (vgl. 2.1.2) 
vermischt wurde. Die Keratinozyten wurden wie beschrieben luftexponiert kultiviert, alle zwei 
Tage erfolgte der Mediumwechsel.
In den Versuchen, bei denen es in Bezug auf die Anwesenheit der drei Zelltypen zu 
unterschiedlichen Ansätzen der endothelialisierten Hautäquivalente kam (Endothelzellen 
und Fibroblasten;  Endothelzellen, Fibroblasten und Keratinozyten; Endothelzellen und 
Keratinozyten; Endothelzellen; Fibroblasten und Keratinozyten als Kontrolle), wurde auch 
in Abwesenheit der Keratinozyten das Vorkulturmedium auf Kokulturmedium umgestellt. 
Außerdem erfolgte in dem Kontrollansatz ohne Endothelzellen ebenso die Zugabe des 
Endothelzell-Mediums.  
2.2.2.8 Fixieren und Einfrieren von organotypischen Kulturen
Die weitere Verarbeitung der organtotypischen Kulturen orientierte sich an der jeweiligen 
Fragestellung. Zur histologischen Analyse wurden die Präparate zunächst in PBS mit 3,7% 




dient dem Aushärten der Präparate. Nach dem Durchlaufen einer aufsteigenden Alkoholreihe 
(70%, 80%, 90%, 96%, 100% Ethanol) wurden die Präparate mit Xylol behandelt, einem 
Intermedium, das sich mit Alkohol und Paraffin verbindet. Anschließend folgte das Einbetten 
in flüssiges Paraffin mit Hilfe der Ausgießstation. Die Paraffin-Blöckchen wurden im kalten 
Zustand am Schlittenmikrotom mit einer Dicke von 4 μm geschnitten und auf Objektträger 
aufgezogen. Zur immunhistochemischen Untersuchung wurden die Präparate auf einem 
Korkplättchen in Einbettmittel (Tissue Tek) über flüssigem Stickstoff eingefroren und somit 
kryokonserviert. Für die Western Blot Analyse wurden die Proben in 1,5 mL-Reaktionsgefäße 
überführt und bei -80ºC aufbewahrt.
2.2.3 Funktionelle Testung organotypischer Kulturen
2.2.3.1 Proliferationstest der Fibroblasten
Um die Wachstumskinetik von Fibroblasten in Hautäquivalenten zu erfassen, war es zunächst 
essentiell, das Epithel vom dermalen Kompartiment mit einer Pinzette vorsichtig abzutrennen. 
Nach einer erfolgreichen Trennung folgte die Bestrahlung der dermalen Äquivalente am 
jeweiligen Erntetag mit der Bestrahlungsquelle Gammacell 1000 D. Die Wirkung der 
Strahlung entsteht durch die Energie, die sie auf andere Materie überträgt. Die Menge der 
vom lebenden Gewebe absorbierten Energie wird als Energiedosis bezeichnet und in der 
Einheit Gray (Kurzzeichen: Gy) angegeben. Die Energiedosis betrug 10,73 Gy/min, bei der 
ein Übergang der Fibroblasten in den postmitotischen und damit nicht mehr teilungsfähigen 
Zustand sichergestellt werden konnte. Nach der Bestrahlung wurden die dermalen Konstrukte 
in die Kultur zurücküberführt und bis zum vorgesehenen letzten Erntetag weiterkultivert. Nach 
dem Einfrieren der Konstrukte am letzten Erntetag kam es zur DNA-Extraktion, wobei PBS 
als Lysepuffer fungierte. Bei der anschließenden Behandlung mit der Ultraschallsonde wurde 
zunächst das dermale Äquivalent zerstört, die DNA aus den Fibroblasten freigegeben und 
letztendlich mit einer Zentrifugation (17000 g) für 5 min die zerstörten Hyalograft-Fasern und 
die DNA in Pellet und Eluat aufgetrennt. Vom Eluat wurden dann 90 μL für die Quantifizierung 
mit dem SYBR Green-Farbstoff verwendet und ausgewertet. Dahingehend wurden die 
Proben in ein 96-Well gegeben und für eine Stunde bei Raumtemperatur und lichtgeschützten 
Bedingungen mit 10 μL SYBR Green-Färbelösung (1:250 in PBS +0,1% Triton X-100) inkubiert. 
Darauf erfolgte die Messung der Fluoreszenz (538 nm) bei einer Anregungswellenlänge von 
485 nm am Fluoreszenz-Reader vermessen. Mittels einer Kalibrierkurve konnte somit die 
Zellzahl abgeschätzt werden.
2.2.3.2 Proliferationstest der Keratinozyten
Vor der Ernte der Hautäquivalente wurden die Ansätzen mit 63,5 µM 5‘-Brom-2‘-desoxyuridin 
/ 5‘-Brom-2‘-desoxycytidin (BrdU/BrdC) über Nacht inkubiert. Dabei geschah die BrdU-
Inkorporation in die Zellkerne DNA-synthetisierter und damit replizierender Zellen. Der 
Nachweis per indirekter Immunfluoreszenz erfolgte mit Hilfe eines anti-BrdU Antikörpers 
(vgl. 2.1.6). Die Gefrierschnitte wurden nach der Methanol/Aceton-Fixierung (vgl. 2.2.4.3) 
für 5 Minuten mit 2 N HCl bei Raumtemperatur behandelt, worauf die DNA denaturiert wird, 
um die eingebauten Thymidinanaloga dem Antikörper zugänglich zu machen. Nach einer 
sorgfältigen Spülung mit PBS erfolgte der Fortgang nach dem beschriebenen Protokoll für die 




Auswertung wurde am Fluoreszenzmikroskop der gesamte Gefrierschnitt aufgenommen, alle 
basalen Keratinozyten sowie die BrdU-markierten basalen Zellen gezählt und prozentual in ein 
Verhältnis gesetzt.
2.2.3.3 Penetrationstest
Für die Analyse der epidermalen Barrierefunktion wurde ein Penetrationstest mit dem Farbstoff 
Lucifer yellow verwendet (Matsuki et al., 1998). Ein Tropfen Lucifer yellow (5,22 mg/mL) mit 
einem Volumen von 20 µL wurde auf die Oberfläche der Hautäquivalente verteilt, die vorher 
auf 25% ihrer Größe verkleinert wurden. Dies ermöglichte Mehrfachbestimmungen. Um zu 
verhindern, dass der Farbstoff an der Seite der Präparate herunterfließen konnte, wurden die 
Areale, wo der Farbstoff hinzugefügt wurde, mit Teflonringen mit einem Durchmesser von 10 
mm begrenzt. Nach 60 Minuten Inkubationszeit wurden die Hautkonstrukte mehrfach in PBS 
gespült und kryokonserviert. 
2.2.3.4 Nilrot-Färbung
Die epidermalen Barrierelipide konnten mittels Fluoreszenzaufnahmen detektiert werden, in 
dem der lipidlösliche Farbstoff Nilrot eingesetzt wurde. Dazu wurden luftgetrocknete, unfixierte 
Kryoschnitte in PBS mit 0,05% Triton X-100 für zwei Minuten rehydriert und danach kurz mit 
PBS abgespült. Daraufhin wurden die Objektträger in 75% Glycerin mit 12,5 µg/mL Nilrot und 
5 µg/mL DAPI eingebettet. Die Analyse der Präparate sollte möglichst zeitnah erfolgen, damit 
die Intensität der Färbung nicht verfällt.   
2.2.4 Analytische Methoden
2.2.4.1 Histologische Färbung
Die histologische Analyse basiert auf der Färbung von Hämatoxylin und Eosin. Dabei wird durch 
Oxidation Hämatoxylin zu dem blauen Farbstoff Hämatein umgewandelt. Hämatein ist in der 
Lage mit Aluminiumionen positiv geladene Komplexe zu bilden, die ihrerseits mit basophilen 
Strukturen, wie den negativ geladenen Phosphatgruppen der DNA im Zellkern, interagieren. 
Azidophile Zell- und Gewebestrukturen wie das Zytoplasma oder Interzellularsubstanzen 
werden durch den Triphenylmethanfarbstoff Eosin rot gefärbt. Paraffinschnitte wurden durch 
zweimalige Behandlung mit Xylol für je 15 Minuten und einer absteigenden Alkoholreihe bis 70% 
Ethanol entparaffiniert und rehydriert. Die Schnitte wurden darauf 10 Minuten in Hämatoxylin 
gefärbt, mit Wasser gewaschen und ungefähr 20 Sekunden in HCl-Alkohol getaucht, worauf 
sie für 10 Minuten unter fließendem Wasser gewaschen wurden. Anschließend erfolgte die 
Färbung in Eosin für 30 Sekunden. Zur Entwässerung der Schnitte wurden diese kurz in 70% 
und 90% Ethanol getaucht, bevor sie je zweimal für zwei Minuten in 100% Ethanol und Xylol 





2.2.4.2 Anfertigung von Gefrierschnitten
Zur Herstellung von Kryoschnitten der Präparate für die immunhistochemische Analyse wurden 
am Gefriermikrotom 5 bis 7 μm dicke Schnitte hergestellt und auf Adhäsionsobjektträger 
aufgezogen. Die Betriebstemperatur des Gefriermikrotoms sollte auf -30°C eingestellt sein. 
Pro Objektträger wurden fünf Gewebeschnitte geschnitten. Die unfixierten Objektträger wurden 
bei -80°C bis zur immunhistochemischen Analyse aufbewahrt.
2.2.4.3 Indirekte Immunfluoreszenz
Monolayerkulturen adhärenter Zellen auf Objektträgern wurden direkt nach ihrer Kultivierung 
mit PBS gespült und anschließend für 5 Minuten bei 4ºC in 80% Methanol und 2 Minuten bei 
-20ºC in Aceton fixiert. Nach dem Trocknen konnten die Objektträger bei -80ºC aufbewahrt 
werden. Für die immunhistochemische Analyse sollten die Objektträger auf Raumtemperatur 
gebracht und getrocknet werden.
Die Objekträger mit den Gewebeschnitten wurden in 80% Methanol (4ºC) für 5 Minuten 
und anschließend für 2 Minuten in Aceton (-20ºC) fixiert und dann in PBS rehydriert. Die 
Eingrenzung der Reaktionsfläche auf den Objektträgern erfolgte mit dem Fettstift (Pap Pen). 
Zur Blockierung wurden die Schnitte mit 4% BSA (+0,5% BSA-C) in PBS bei Raumtemperatur 
in einer Feuchtekammer inkubiert. Die jeweiligen primären Antikörper wurden in PBS mit 4% 
BSA auf Eis verdünnt. 20 bis 30 µL dieser Antikörperlösungen wurden auf den Gewebeschnitten 
beziehungsweise Monolayerkulturen verteilt und mindestens für eine Stunde bei 37ºC und 
anschließend eine Stunde bei Raumtemperatur in der Feuchtkammer inkubiert. Alternativ 
wurde die Inkubation des primären Antikörpergemisches über Nacht bei 4°C durchgeführt. Nach 
der Entfernung der Antikörperlösung mit Hilfe einer Wasserstrahlpumpe oder durch schlichtes 
Abwerfen wurden die Objektträger in PBS (+0,1% Triton X-100) und dreimal in PBS für jeweils 
5 Minuten gewaschen. Nach dem Trocknen der Objekträger wurden die Areale erneut mit 
dem Fettstift eingekreist. Sekundäre Antikörper konjugiert mit rotem oder grünem Fluorochrom 
wurden wiederum auf Eis vorbereitet. Zur Gegenfärbung der Zellkerne wurde dem sekundären 
Antikörper-Gemisch DAPI in einer Endkonzentration von 10 μg/mL zugegeben. Anschließend 
erfolgte zunächst eine Inkubation von 30 Minuten bei 37°C und darauf wiederum 30 Minuten 
bei Raumtemperatur in der dunklen Feuchtekammer. Nach dieser zweiten Inkubationsphase 
wurde die Antikörperlösung wieder entfernt und die Objektträger in PBS (+0,1% Triton X-100), 
sowie zweinmal in PBS und VE-Wasser für jeweils 5 Minuten gewaschen. Danach erfolgte die 
Einbettung der Präparate mit wässrigem Einbettmedium, die Versiegelung mit Deckgläschen 
sowie die lichtgeschützte Aufbewahrung bei 4°C. Doppelfärbungen verschiedener Antigene 
wurden durch Mischung der verschiedenen primären beziehungsweise sekundären Antikörper 
erreicht.
2.2.4.4 Western Blot Analyse
Für die Extraktion der Proteine wurden die Proben zunächst auf Eis aufgetaut, danach in 100 
µL Extraktionspuffer (50 mM Tris-Puffer mit 1% SDS, 20% Glycerin, 1% β-Mercaptoethanol) 
suspendiert und 5 Minuten bei 80°C erhitzt. Danach erfolgte eine Behandlung für 3 Minuten 
im Ultraschallbad. Wiederum wurden die Proben für 2 Minuten auf 100°C erhitzt, bevor sie 
bei 15000 R/min für 3 Minuten zentrigugiert wurden. Das Eluat wurde abgenommen und der 




Fluoreszenzmessung wurden die Proteinkonzentrationen anhand einer BSA-Standardkurve 
gemessen und ausgewertet. Danach richtete sich dann die Auftragmenge bei der Western 
Blot Analyse.
Für den Nachweis der Proteine wurde die Technik des Western Blots verwendet, bei der 
die Proteine nach einer reduktiven Polyacrylamid-Gelelektrophorese (PAGE) auf eine 
Nitrocellulose-Membran transferiert werden und anschließend über spezifische Antikörper 
identifiziert werden können. Zunächst wurden die in den Zelllysaten enthaltenen Proteine 
mittels SDS-PAGE elektrophoretisch nach ihrem Molekulargewicht getrennt. Dazu wurden die 
Proteine mit der anionischen Detergenz SDS beladen, wodurch die Eigenladung der Proteine 
unterdrückt und damit ein vergleichbares Ladungs-/Masse-Verhätnis erreicht wird, und die 
Disulfidbrücken reduktiv mit β-Mercaptoethanol gespalten wurden. Nach der Polymerisierung 
des Trenngels (7,5%) und des überschichteten Sammelgels (2,8%) wurden 25 μL Laemmli-
Puffer mit den darin suspendierten Proteinen sowie pro Gel ein Proteinmarker (Full Range 
Rainbow Marker) aufgetragen. Die Durchführung der Elektrophorese erfolgte bei konstantem 
Strom von 25 mA und Raumtemperatur. Nach der Gelelektrophorese folgte der Übertragung der 
Proteine auf eine Nitrocellulose-Membran. In einer Transferkammer wurden in Transferpuffer 
eingeweichtes Blottingpapier, Nitrocellulose und das Gel der SDS-PAGE luftblasenfrei 
eingelegt, woraufhin der Transfer bei 4°C und einer Spannung von 18V über Nacht erfolgte. Zur 
Kontrolle des Transfererfolges wurden die Proteine in der Nitrocellulose-Membarn reversibel 
mit Ponceau-Rot-Lösung gefärbt und anschließend mit Blockierlösung wieder entfärbt. Vor der 
Detektion der Proteine mit einem primären Antikörper müssen unspezifische Bindungsstellen 
durch Inkubation in Blockierlösung für mindestens 30 Minuten bei Raumtemperatur blockiert 
werden. Nach der Inkubation (1 Stunde, Raumtemperatur) der primären Antikörper wurden 
die Membranen mit Blockierlösung gewaschen (3 mal 10 Minuten). Anschließend erfolgte die 
Inkubation (30 Minuten, Raumtemperatur) mit einem Peroxidase-gekoppelten sekundären 
Antikörper, der nach mehrmaligem Waschen mittels peroxidase-sensitiver Chemolumineszens 
nachgewiesen werden konnte. Zur Detektion der Chemilumineszenz wurde die Membran in 
Folie eingewickelt und in einer Filmkassette auf einem Röntgenfilm exponiert. Die Exposition 





3.1 Etablierung der Vorkulturbedingungen zur Herstellung von Hautäquivalenten
3.1.1 Optimierung des Vorkulturmediums zur Vorbehandlung dermaler Äquivalente 
Die Anwesenheit von Fibroblasten ist essentiell für die normale epidermale Regeneration (el 
Ghalbzouri et al., 2002; Fusenig, 1994). Hinsichtlich der Standardisierung und Optimierung 
der Produktion dermaler Äquivalente wurden unterschiedliche Anzuchtbedingungen beurteilt. 
Ein wesentliches Kriterium für die funktionelle Prüfung der unter verschiedenen Bedingungen 
kultivierten dermalen Äquivalente war die Bewertung der epidermalen Entwicklung und 
Differenzierung in Kokulturen mit Keratinozyten. Dabei sollten sowohl verschiedene 
Differenzierungsmarker, Komponenten der Basalmembran, Proteine der extrazellulären Matrix 
als auch zelltypspezifische Proteine immunhistochemisch auf ihre reguläre Expression hin 
getestet werden.
Für die Anzuchtbedingungen dermaler Äquivalente zur Herstellung von Hautkonstrukten ist die 
Festlegung des Vorkulturmediums ein wesentlicher Aspekt. Bei Wundheilungsprozessen in der 
Haut bewirken Wachstumsfaktoren und Zytokine, dass die Fibroblasten in ihrer Proliferation 
und Synthese von Matrix-Proteinen stimuliert werden. Um den Einfluss von solchen Faktoren 
im Kulturmedium auf die Fibroblastenproliferation zu prüfen, wurden dermale Äquivalente mit 
unterschiedlichen Mediumzusammensetzungen submers kultiviert und nach verschiedenen 
Zeitpunkten analysiert (Abb. 8A). Dabei erfolgte die Messung der Proliferationsrate durch 
Fluoreszenzspektrometrie basierend auf dem Nachweis des DNA-bindenden Farbstoffes SYBR 
Green. Bei den drei verschiedenen Medien handelte es sich um 1) DMEM plus 10% FCS (D10) 
mit Zusatz von Ascorbinsäure (50 µg/mL) (M1), 2) D10 mit Zusatz von Ascorbinsäure (50 µg/
mL) und TGF-β1 (1 ng/mL) (M2) und 3) D10 mit Zusatz von Ascorbinsäure (50 µg/mL), TGF-β1 
(1 ng/mL), Heparin (50 mg/mL), bFGF (1 ng/mL) und PDGF-BB (5 ng/mL) (M3). So ergab sich 
bei der Testung der verschiedenen Kulturmediumzusätze, dass die Fibroblastenproliferation 
in M1-behandelten dermalen Äquivalenten über eine Woche weitgehend stagnierte, während 
der Zusatz von TGF-β1 (M2) eine merkliche Proliferationssteigerung verzeichnete. Die 
wirkungsvollste Wachstumsförderung auf Fibroblasten übte die Kombination von Ascorbinsäure, 
TGF-β1, Heparin, bFGF und PDGF-BB (M3) aus. Um aufzuklären, welchen Einfluss die 
Anwesenheit von Keratinozyten auf die Proliferationsrate der Fibroblasten hat, wurden 
dermale Äquivalente für eine Woche mit M2 submers vorinkubiert und dann in Abwesenheit 




von Keratinozyten als Hautäquivalente kokultiviert (Abb. 8B). In beiden Fällen erfolgte nach der 
einwöchigen Vorkultur der Mediumshift von M2 auf normales rFAD-Medium (rFAD zugesetzt 
mit Ascorbinsäure und Aprotinin). Die Auswertung der Proliferationsraten ergab, dass das 
Wachstum der Fibroblasten in dermalen Äquivalenten in Abwesenheit von Keratinozyten über 
den Kultivierungszeitraum hinweg stagnierte, wohingegen in Anwesenheit von Keratinozyten 
eine stetige Zunahme der Fibroblastenzellzahl verzeichnet werden konnte. Diese erhebliche 
Anregung der Fibroblastenproliferation durch Keratinozyten war mit der Behandlung dermaler 
Äquivalente mit Medium M3 vergleichbar. Deshalb sollte weiterhin analysiert werden, ob eine 
Vorinkubation der Hautäquivalente mit verschiedenen Mediumzusätzen zur Steigerung der 
Fibroblastenproliferation und einhergehender Synthese von Komponenten der extrazellulären 
Matrix unentbehrlich ist und welche Auswirkung die Vorinkubation in den verschiedenen 
Medien auf die epidermale Regeneration hat.
Dazu wurden dermale Äquivalente für eine Woche mit den unterschiedlichen Medien M1 (D10 
plus Ascorbinsäure), M2 (D10 plus Ascorbinsäure und TGF-β1) und M3 (D10 plus Ascorbinsäure, 
TGF-β1, Heparin, bFGF und PDGF-BB) vorkultiviert und nach Aussaat der Keratinozyten unter 
identischen Bedingungen weiterkultiviert. Histologische Färbungen zeigten nach zwei Wochen 
Kokultur bei allen Ansätzen ein mehrschichtiges differenziertes Epithel, in dem sich terminal 
differenzierte Keratinozyten in einer regulären Gewebsarchitektur angeordnet hatten (Abb. 9A, 
C, E). Nach drei Wochen Kokultur erschien das Epithel allgemein kompakter und das Stratum 
corneum zeigte mehrere Zellschichten auf (Abb. 9B, D, F). Auffällig war ein fast hyperplastisch 
wirkendes Epithel, welches sich im Hautäquivalent nach einwöchiger Vorkultivierung des 
dermalen Äquivalentes mit M3 und anschließender Kokultur über drei Wochen entwickelt hatte 
(Abb. 9F). Dies ging einher mit einer sehr hohen Fibroblastendichte im dermalen Teil nach zwei 
und drei Wochen Kokultur, die auf den Zusatz des kompletten Wachstumsfaktorgemisches in 
der Vorkulturphase zurückzuführen ist. Auch TGFβ-1 allein als Zusatz in das Kulturmedium 
wirkte sich leicht proliferationsfördernd auf die Fibroblasten aus (Abb. 9C, D). 
Zur Bewertung der Fähigkeit der dermalen Äquivalente, die Epidermisbildung zu unterstützen, 
wurden immunhistochemisch epidermale Differenzierung und Basalmembranentwicklung 
charakterisiert (Abb. 10). In allen Ansätzen konnte nach drei Wochen Kokultur Keratin 1/10 
in den suprabasalen Schichten nachgewiesen werden (Abb. 10A, E, I), was der Verteilung in 
normaler Haut entspricht. Gleichzeitig belegte die Ablagerung von Kollagen IV in der dermal-




von β1-Integrin ausschließlich in basalen Keratinozyten war ein bedeutsames Merkmal für 
die reguläre Entwicklung und der polarisierten Organisation der Basalzellschicht (Abb. 10B, 
F, J). Loricrin als ein später Differenzierungsmarker war im M1-vorkultivierten Ansatz nach 
zwei Wochen Kokultur im Vergleich zu den anderen Ansätzen nur gering exprimiert (Daten 
nicht gezeigt), wohingegen es nach drei Wochen Kokultur in allen Ansätzen in kompakter 
Verteilung vorlag (Abb. 10B, F, J). Plakoglobin als Bestandteil der desmosomalen Zell-Zell-
Kontakte konnte in allen Ansätzen gleichermaßen in den suprabasalen Schichten, in denen 
sich Zellkontakte und Adhärenzverbindungen befinden, dargestellt werden. (Abb. 10C, G, K). 
Für Kollagen VII ließ sich schon nach drei Wochen eine der normalen Haut entsprechende 
Verteilung verzeichnen (Abb. 10C, G, K). Auffällig war die verhältnismäßig starke Ablagerung 
von Kollagen VII in der Basalmembranzone bei dem M3-Ansatz, der mit dem kompletten 
Wachstumsfaktorgemisch vorkultiviert worden war (Abb. 10K). In guter Übereinstimmung mit 
der histologischen Analyse in Abbildung 9 nahm in allen Ansätzen gleichartig die Expression 
von Filaggrin mit der Ausbildung einer differenzierten Morphologie zu (Abb. 10D, H, L). Durch 
die Anfärbung des intrazellulären Zytoskelettproteins Vimentin wurde Dichte und Verteilung 
der Fibroblasten in der Dermis veranschaulicht, wobei sich zeigte, dass sich nach drei Wochen 
Kokultur vergleichbare Fibroblastenkonzentrationen in den verschieden vorinkubierten 




Obwohl die Wachstumsfaktorsupplementation in der Vorkulturphase die Proliferation der 
Fibroblasten anregte, wurden in der Kokultur diese Unterschiede weitgehend nivelliert. 
Allerdings deutete sich an, dass auf dermalen Äquivalenten, die mit dem kompletten 
Wachstumsfaktorgemisch vorinkubiert worden waren, die Keratinozyten zu einer leicht 
hyperplastischen Epidermisentwicklung angeregt wurden.
3.1.2 Einfluss der Fibroblasteneinsaatdichte auf epidermale Histogenese und Formation 
der  Basalmembranzone
Um die für reguläre epidermale Regeneration und Basalmembranentwicklung minimal 
erforderliche Fibroblastenzellzahl zu ermitteln, wurde die Standard-Fibroblasteneinsaatdichte 
(2 x 105/cm2) für die Herstellung von Hautäquivalenten herabgesetzt (5 x 104/cm2, 5 x 103/cm2 
und 0/cm2). Dabei wurde auf eine Vorkultivierung der dermalen Äquivalente verzichtet, um am 
Beginn der Kokultivierungsphase ein definierte Fibroblastenzellzahl zu gewährleisten.
Aufgrund der essentiellen Bedeutung von Fibroblasten für die epidermale Histogenese 
wurde eine normale Regenerierung eines Epithels in Abwesenheit der Fibroblasten in den 
Hautäquivalenten beträchtlich beeinträchtigt (Contard et al., 1993; el Ghalbzouri et al., 2002; 
Fusenig, 1994). Ohne Fibroblasten formierte sich nach zwei Wochen Kultivierung lediglich ein 




sich bei 25% und selbst bei 2,5% der Standard-Fibroblasteneinsaatdichte ein stratifiziertes 
und erstaunlich gut differenziertes Epithel (Abb. 11D, G). Im Immunfluoreszenztest konnte 
dargestellt werden, dass die Differenzierungsmarker Keratin 10 und Transglutaminase nur 
in den Kulturen mit eingesäten Fibroblasten eine reguläre Verteilung erreichen (Abb. 11E, F, 
H, I). Dagegen konnten in Abwesenheit von Fibroblasten nur geringe Mengen von Keratin 10 
und Transglutaminase in der dünnen Epidermisschicht gefunden werden (Abb. 11B, C), und 
Kollagen VII ließ sich überhaupt nicht detektieren (Abb. 11B). Darüber hinaus war β4-Integrin 
diffus verteilt, was eine gestörte Anordnung und Ausblidung der Hemidesmosomen, die zur 
dermal-epidermalen Verankerung erforderlich sind, nahelegte (Abb. 11C). Zwar Kollagen VII 
in den Hautäquivalenten mit einer Fibroblasteneinsaatdichte von 5 x 103/cm2 nachzuweisen, 
jedoch war keine solch intensive und lineare Ablagerung in der Basalmembranzone zu 
verzeichnen wie den Hautkonstrukten mit höherer Fibroblastenzellzahl (Abb. 11E, F). Eine 
der normalen Haut entsprechende Lokalisation von β4-Integrin ergab sich ebenso vielmehr in 




sich folgern, dass eine anfängliche Fibroblastenzellzahl von 5 x 103/cm2 zwar permissiv, doch 
eindeutig suboptimal ist hinsichtlich epidermaler Regeneration und Basalmembranbildung im 
Hautäquivalent.
3.1.3 Effekte der Vorkulturdauer auf epidermale Entwicklung und Reifung der Basalmembran
Ein wichtiger Parameter für die optimale Herstellung einer Epidermis könnte auch die Dauer 
der Vorkulturphase des dermalen Äquivalentes sein. Um dies zu testen, wurden dermale 
Äquivalente mit der Standard-Fibroblasteneinsaatdichte von 2 x 105/cm2 und mit dem Medium 
M2 für zwei Tage beziehungsweise zwei Wochen vorkultiviert. Dabei stellte sich heraus, dass 
schon mit einer kurzen Vorkulturdauer dermale Äquivalente erzeugt werden konnten, die 
es erlaubten, dass nach drei Wochen in Kokultur die Keratinozyten ein kompaktes und voll 
differenziertes Epithel bildeten (Abb. 12A). Die suprabasale Expression von Keratin 1/10 und die 
Verteilung von Kollagen IV als Hauptkomponente der Basalmembran zeigten ein der normalen 
Haut entsprechendes Muster (Abb. 12B). Außerdem unterstrich die kontinuierliche und lineare 
Ablagerung von Kollagen VII die epidermale Integrität dieser nur sehr kurz vorkultivierten 
Hautäquivalente (Abb. 12C). Im Gegensatz dazu wurde auf dermalen Äquivalenten mit einer 
Vorkulturdauer von zwei Wochen zwar ein differenziertes Epithel generiert, allerdings wies 
dieses eine verminderte Anzahl von  Schichten und eine vergleichweise weniger geordnete 
Architektur mit ausgeprägten Interzellulärspalten sowie geringerer Kompaktheit auf (Abb. 12E). 
Besonders die reduzierte Ablagerung von Kollagen IV sowie das zerstreut sekretierte und 
größtenteils in den intrazellulären Vesikeln der Basalzellen vorliegende Kollagen VII deuteten 
darauf hin, dass die normale Epithelialiserung nach verlängerter Vorkultivierungsphase des 
dermalen Anteils deutlich beeinträchtigt wurde (Abb. 12F, G). Zudem zeigte die Analyse von 
Fibrin, dass es nach zweiwöchiger Kokultivierung in diesen Ansätzen zu einer drastischen 




Fibrinschicht stellt nicht nur ein gutes Wachstumssubstrat für die Keratinozyten dar (Ronfard et 
al., 2000), sondern gewährleistet in Verbindung mit dem Einsatz von Aprotinin bei der Herstellung 
von Hautkonstrukten vor allem, dass die Keratinozyten nicht in den direkten Kontakt mit den 
Gerüstfasern kommen, an diese adhärieren und dann invasiv in das dermale Kompartiment 
hineinwandern (Daten nicht gezeigt). Die Reduzierung oder gar Auflösung der Fibrinschicht in 
den länger vorkultivierten dermalen Äquivalenten wurde offenbar verursacht durch gesteigerte 
proteolytische Aktivität, die in den Hautäquivalenten nicht kompensiert werden konnte und 
damit zu einer verschlechterten Ausgangsbasis für eine reguläre Epidermisstrukturbildung 
führte.       
   
3.2 Charakterisierung von Langzeit-Hautäquivalenten
3.2.1 Epidermale Histogenese und Differenzierung in Langzeit-Hautäquivalenten
Epidermale Homöostase beschreibt den Erhalt epidermaler Gewebestruktur sowie 
Gewebefunktion, die durch die Balance fortwährender Proliferation basaler Keratinozyten 
und des gleichzeitigen Differenzierungsprozesses, der bis zur Abstoßung der Korneozyten 
führt, vermittelt wird. Dieser kontinuierliche Erneuerungsprozess konnte bislang aufgrund 
mangelnder Langzeit-Hautmodelle in vitro nur mit Einschränkungen studiert werden (Stark et 
al., 2006). Daher war ein Teilaspekt dieser Arbeit, das hier vorgestellte Hautäquivalent auf den 
Einsatz als Langzeit-Hautmodell zu testen und zu charakterisieren. Die dermalen Äquivalente 
werden für den Ansatz dieser Langzeit-Experimente für eine Woche vorkultiviert, bevor die 
Keratinozyten darauf ausgesät wurden. 
Als erstes Kriterium wurden die epitheliale Morphologie und die Expressionsmuster von 
Differenzierungsmarkern mittels histologischen und immunhistochemischen Färbungen über 
einen Kultivierungsverlauf von 15 Wochen hinweg untersucht. Histologisch zeigten sich nach 
einwöchiger Kultivierungsdauer ein- bis zweischichtige Epithelien, die sich mit zunehmender 
Kultivierungszeit zu mehrschichtigen, differenzierten Epithelien entwickelten (Abb. 13A, 
B). Bis auf die Zunahme der Dicke des Stratum corneum ließ sich kaum ein Unterschied 




die nur für drei Wochen kultiviert wurden (Abb. 13B, C, vgl. Abb. 9B). Die Anwesenheit von 
Keratohyalingranula im Stratum granulosum belegte den fortgeschrittenen Zustand des 
Differenzierungsprozesses. Die stabile Organisation der epidermalen Architektur wurde an der 
regulären Anordnung und Polarisierung der basalen Keratinozyten deutlich. Erstaunlicherweise 




fast vier Monaten in Kultur gehalten wurden, diese Merkmale auf (Abb. 13D, E, F). Demnach 
waren die epidermalen Keratinozyten darin weiterhin in der Lage, zu proliferieren und zu 
differenzieren und damit den Fortbestand eines mehrschichtig vitalen Epithels zu gewährleisten. 
Nach 15 Wochen in Kultur hatte das Stratum corneum eine enorme Dicke erreicht, da es 
bei der epidermalen Histogenese in vitro keine normalen Abschuppungsprozesse gibt (Abb. 
13F). Konventionelle organotypische Kokulturen basierend auf Kollagengelen werden durch 
Schrumpfungserscheinungen auf eine recht kurze Lebensdauer von drei bis vier Wochen 
eingeschränkt. Diese Schrumpfungen traten bei den gerüstbasierenden Hautäquivalenten 
über den gesamten Kultivierungszeitraum von fast vier Monaten überhaupt nicht auf, was auf 
die klare Korrelation von Stabilität und Dauerhaftigkeit hinwies (Abb. 14A-D). 
Über die immunhistochemische Charakterisierung der maßgeblichen Differenzierungsmarker 
sollte ihre Expressionskinetik über den Kulturzeitraum verfolgt werden. Als eine wesentliche 
Struktureinheit der terminal differenzierenden Keratinozyten bildet sich das „cornified envelope“ 
aus, das als protektive Barriere fungiert und sich aus mehreren Proteinen wie Loricrin, Filaggrin, 
Involucrin, SPRs, Repetin und Proteine der S100A-Familie zusammensetzt (Candi et al., 2005). 
Transglutaminase, verantwortlich für die Quervernetzung der Proteine des „cornified envelope“, 
wurde in den Hautäquivalenten schon in frühen Stadien membranständig in den suprabasalen 
Schichten exprimiert, was sich bis zu den späten Zeitpunkten auch fortsetzte (Abb. 15A-D). 
Andere Komponenten wie Repetin, Filaggrin und Involucrin dagegen konnten ausschließlich 
im Stratum granulosum gezeigt werden (Abb. 15A-L). Nach einwöchiger Kokultur bewies das 
Auftreten des Filament-aggregierenden Proteins Filaggrin und des Hüllproteins Involucrin 
eindrucksvoll den Beginn epidermaler Differenzierungsprozesse in partiellen Regionen der 
Epitheloberkante (Abb. 15E, I). Ein Nachweis von Loricrin ließ sich hingegen erst nach zwei 
beziehungsweise drei Wochen Kultivierungszeit erbringen und wies in Langzeitpräparaten 
eine der Haut entsprechenden distinkte Färbung im Stratum granulosum auf (Abb. 15E-H). 
Als Indikatoren für den aktivierten Zustand von Keratinozyten gelten die Zytokeratine K6, K16 und 
K17, die bei regenerativen Prozessen wie der Reepithelialisierung während der Wundheilung 
exprimiert werden (Freedberg et al., 2001; Paladini et al., 1996). Das anfänglich durchgängige 
Auftreten von suprabasal K16-positiven Keratinozyten dünnte sich nach dreimonatiger 




vorliegt, konnte jedoch in keinem der untersuchten Hautkonstrukte gezeigt werden (Abb. 16A-D). 
Dies muss jedoch nicht zwangsläufig bedeuten, dass diese Epithelien ihren hyperproliferativen 
Zustand nicht zurück regulieren, weil die Keratine als Strukturproteine relativ langlebig sind 
und ihre Präsenz somit keinen direkten Hinweis auf ihre aktuelle Expressionsrate gibt. Mit 
beginnender Differenzierung werden statt der im Stratum basale überwiegenden Keratine 5 
und 14 in den suprabasalen Schichten K1 und K10 exprimiert, was mit dem Nachweis von 
K10 in den Hautäquivalenten veranschaulicht werden konnte (Abb. 16E-H, vgl. K1/10 Abb. 
12B). Als weiterer Marker des funktionellen Status’ wurde K15 ausgewählt, das in vivo auf die 
Basalzellschicht begrenzt bleibt (Waseem et al., 1999; Werner et al., 2000). In der Tat ergab 
die immunhistochemische Analyse eine strikt basale K15-Lokalisation, die sich klar von der 
suprabasalen K10-Färbung abgrenzte, wie die Doppelfärbung zeigt (Abb. 16E-H). 
Neben dem Nachweis von Differenzierungsmarkern wurden auch ultrastrukurelle Analysen 
vorgenommen, wozu sechs- und zehnwöchige Hautäquivalente elektronenmikroskopisch 
untersucht wurden. Dabei waren an der Grenze des Stratum granulosum waren einerseits 




corneum ihren lipiden Inhalt in den Interzellularraum entleerten (Abb. 17A). Andererseits ließ 
sich die Struktur des „cornified envelope“ als eine dichtgepackte Proteinschicht am Rande des 
Stratum corneum nachweisen (Abb. 17A). In der Übergangszone des Stratum granulosum 
zur Hornschicht beherbergten die Keratinozyten zahlreiche Keratohyalingranula, was als Indiz 
permanenter Aggregation der Keratinfilamente zu bewerten ist (Abb. 17B).
Der langfristige Erhalt der Vitalität und die regulären Strukturcharakteristika, die in der 
Epidermis der Hautäquivalente erreicht werden konnten, und die anhaltende Differenzierung 
sprechen dafür, dass sich eine Gewebshomöostase, ein Gleichgewicht zwischen Proliferation 
und Differenzierung, einstellt. Die Analyse der mitotischen Aktivität der Keratinozyten 
über BrdU-Inkoporation sollte einerseits Aufschluss darüber geben, ob physiologische 
Proliferationsraten erreicht werden. Andererseits war es von Interesse, Erkenntnisse über 
die Proliferationsaktivität der Keratinozyten nach mehrwöchiger Kultivierung zu erlangen. 




Keratinozyten in den Epithelien der Hautäquivalente vorlagen (Abb. 18A). Zudem wurden 
Werte erreicht, wie sie auch in Hautbiopsien im Gewebekontext gefunden werden (Daten 
nicht gezeigt). Dabei sprach auch die Tatsache, dass über den gesamten Kultivierungsverlauf 
hinweg BrdU-positive Keratinozyten ausschließlich in der Basalzellschicht vorlagen, für die 
normale Proliferationsregulation (Abb. 18B, C).
3.2.2 Entwicklung der epidermale Barrierfunktion in Langzeit-Hautäquivalenten
Ein bedeutendes Merkmal im Zuge normaler epidermaler Keratinisierung ist die Etablierung 
einer Barrierefunktion durch die Bildung des „cornified envelope“. Ferner wird durch interzelluläre 
Verbindungen der Keratinozyten eine zusätzliche Hautbarriere garantiert. Während der 
Wundheilung der Haut kommt es beispielsweise in frühen Stadien der Reepithelialisierung 
zur Bildung von „tight junctions“ und somit zur initiierten Formation einer epidermalen Barriere 




Hauptbestandteile von Zellverbindungen in der Epidermis untersucht und eine Aussage über 
die Bildung einer Barriere in vitro getroffen werden.
Zunächst wurden Präsenz und Lokalisation der Hauptkomponenten undurchlässiger 
Zellverbindungen („tight junctions“) per Immunfluoreszenz-Mikroskopie analysiert. Während 
Claudin-1 in der Epidermis normaler Haut in allen Zellschichten außer dem Stratum corneum 
lokalisiert wurde, beschränkte sich die Anfärbung von Occludin und ZO-1 auf das Stratum 
granulosum (Abb. 19A, D, G). Zweiwöchige Hautäquivalenten wiesen eine recht diffuse 
Verteilung des Transmembran-Glycoproteins Claudin-1 in den suprabasalen Schichten auf, 
die nach längerer Kokultivierung in ein distinktes membranständiges Muster überging (Abb. 
19B, C). Neben Occludin, einem weiteren Transmembran-Protein trat auch das Plaque-Protein 
ZO-1 zu frühen wie späten Kokultivierungszeitpunkten, wie in der Haut in vivo, ausschließlich 
im Stratum granulosum auf (Abb. 19E, F, H, I). Diese Beobachtungen bestätigen, dass sich in 
den Hautkonstrukten eine normale epidermale Differenzierung einschließlich der Ausbildung 




Eine weitere Klasse der Zell-Zell-Kontakte in der Epidermis stellen die Haftverbindungen 
dar, die sich in Adhärenzverbindungen verknüpft mit Aktinfilamenten und in desmosomale 
Verbindungen, die an die Intermediärfilamente inserieren, unterteilen. Das transmembranäre 
Adhärenzverbindungsprotein E-Cadherin konnte immunhistochemisch in allen vitalen 
epidermalen Schichten sowohl zu frühen als auch zu späten Kultivierungszeitpunkten 
nachgewiesen werden (Abb. 20A-D). Ebenso zeichnete sich Plakoglobin durch eine in allen 
vitalen Schichten positive Färbung aus, wobei sich aufgrund seines generellen Vorkommens 
in Desmosomen und Adhärenzverbindungen keine eindeutige Zuordnung zu desmosomalen 
Strukturen treffen ließ (vgl. Abb. 10G). Weitere Analysen auf Desmoglein und Desmoplakin 
zeigten, dass sich die Etablierung desmosomaler Verbindungen über zwei bis drei Wochen 
Kultivierungszeit aufbaut (Abb. 20E, G, M-O). Zudem kam es zu einem Erhalt dieser in 
vivo-typisch angeordneten Strukturen über längere Kulturzeiträume hinaus (Abb. 20I, K, P). 
Auch in der humanen Epidermis wird die interzelluläre Kommunikation durch „gap junctions“ 
gewährleistet. Die Expression von Connexin 43 als ein Hauptbestandteil der Connexone wurde 
über den Kultivierungszeitraum verfolgt und belegte das Vorhandensein von „gap junctions“ in 
den Hautäquivalenten (Abb. 20E-L).         
Elektronenmikroskopisch konnten im Stratum corneum in den multilamellaren Lipidschichten 
zwischen abgestorbenen Keratinozyten (Korneozyten) etliche Korneodesmosomen identifiziert 
werden, die als wichtigster Faktor für den Zusammenhalt der Korneozyten gelten (Abb. 21A, 
B). Desmosomen, die als knopfartige Zell/Zell-Kontaktpunkte zum zellulären Zusammenhalt 
beitragen, ließen sich zahlreich in allen vitalen Schichten der in vitro-generierten Epidermis 
wiederfinden. Elektronenmikroskopische Detailaufnahmen veranschaulichten die reguläre 
desmosomale Organisation mit cytoplasmatischen Plaques, Plasmamembranen zweier 
benachbarter Keratinozyten und Mittelplatte (Abb. 21C, D). Zusätzlich zum Nachweis der 
desmosomalen Proteine bestätigte die Elektronenmikroskopie darüber hinaus die Bildung 
desmosomaler Strukturen in den epidermalen Schichten der Hautäquivalente.
Der Permeabilitätsbarriere der Haut wird nicht alleine durch „tight junctions“, sondern auch 
durch perizelluläre Lipidschichten im Stratum corneum gebildet. Durch den Einsatz des 
lipophilen Fluoreszenzfarbstoffes Nilrot, der selektiv mit Lipideinschlüssen reagiert, wurden in 




eine intensive spezifische Färbung mit diesem lipophilen Farbstoff in der in vitro-generierten 
Epidermis im Stratum corneum nachgewiesen werden (Abb. 22B). Eine stärkere Vergrößerung 
der Übergangszone vom Stratum granulosum zum Stratum corneum machte die interstitielle 
Lokalisation der Lipidlamellen zwischen den Korneozyten sichtbar (Kästchen in Abb. 22B). Auch 
die Ultrastrukturanalyse belegte eindeutig die Existenz der epidermalen Lipidbarriere und ihre 
Entstehung. Zahlreiche zytosolische Strukturen, bekannt als „lamellar bodies“, waren klar an 
den Zellgrenzen des Stratum granulosum direkt unterhalb des vielschichtigen Stratum corneum 




Zellschicht entleerten „lamellar bodies“ ihren Inhalt in den interstitiellen Raum des Stratum 
corneum (Abb. 23C). Erst diese Freisetzung ermöglichte die Anordnung der epidermalen 
Lipidbarriere, die mit der Detektion der perizellulären Lipide mittels des lipophilen Farbstoffes 
Nilrot korrespondiert (vgl. Abb. 22B). Für den Nachweis einer epidermalen Barrierefunktion 
kam in unterschiedlichen Studien der Penetrationstest mit dem Farbstoff Lucifer yellow zum 
Einsatz (Epp et al., 2007; Koch et al., 2000; Matsuki et al., 1998). In der nativen Haut wurde 
der Farbstoff auch nach einstündiger Inkubation vollkommen zurückgehalten (Abb. 24A). In 
Hautäquivalenten, die für lediglich einen Tag kultiviert wurden, penetrierte der Farbstoff bis in 
das dermale Äquivalent hindurch (Abb. 24B). Nach weiteren 4 bis 7 Tagen in Kultur, konnte 
jedoch eine funtionelle epidermale Barriere nachgewiesen werden. Der Farbstoff wurde zu 
diesen Zeitpunkten in der obersten Schicht der Epidermis vollständig aufgehalten (Abb. 24C). 
Grundsätzlich lässt sich konstatieren, dass die Renormalisierung der Differenzierungsmarker 
sowie die Etablierung einer funktionellen epidermalen Barriere als klare Merkmale einer 
epidermalen Homöostase erfasst werden können. 
3.2.3 Formation der Basalmembranzone in Langzeit-Hautäquivalenten
Es wird postuliert, dass erst die Produktion einer authentischen extrazellulären Matrix in den 
dermalen Äquivalenten die notwendige Voraussetzung schafft, um eine Langzeit-Kultiverung 




Zusammensetzung dieser extrazellulären Matrix unter Einbezug der Basalmembranzone 
untersucht werden. In der Haut lässt sich die Basalmembranzone der Epidermis strukturell in 
vier geschichtete Zonen gliedern: 1. die Zone der Plasmamembran und der Hemidesmosomen 
basaler Keratinozyten, 2. die Lamina lucida, die elektronenmikroskopisch transparent 
erscheint, 3. die elektronendichte Lamina densa, und schließlich 4. die Sublamina densa als 
fibrilläre Zone (Woodley und Chen, 2001). Eine vollständige und koordinierte Expression und 
strukturelle Anordnung aller Basalmembrankomponenten gilt als unerlässlich für die Integrität 
der Epidermis. 
In den Hautäquivalenten konnten folgende Hauptbestandteile der Basalmembran nachgewiesen 
werden: Kollagen IV (Abb. 10A, E, I), Laminin 332 (Abb. 20M-P), Nidogen und Laminin 511 
(Stark et al., 2004). Zur weiterführenden Analyse der Reifung Basalmembranzone sollte die 
Entwicklung der Hemidesmosomen sowie der fibrillären Zone (Sublamina densa) untersucht 
werden. Hemidesmosomen mit den Integrin-Rezeptoren als ihre Hauptkomponenten verknüpfen 
basale Keratinozyten mit dem Proteinnetzwerk der Basalmembran. Das Plakin-Protein BPAg2 
und das Tetraspanin-Protein CD151 wurden schon nach einer Woche in den Hautkonstrukten in 
der Basalmembranzone exprimiert, was auf eine Involvierung am Aufbau und an der Organisation 
hemidesmosomaler Strukturen in vitro hindeutet (Abb. 25A-D). Die Zusammensetzung und der 
lokale Bestand von Integrin-Rezeptoren eignen sich zur Charakterisierung des physiologischen 
Zustandes der Keratinozyten während der epidermalen Regeneration. Bislang konnten alle 
Untereinheiten der in der humanen Epidermis vorkommenden Integrine in vitro nachgewiesen 
werden, nämlich α2, α3, α6 (Stark et al., 2004), β1 (Abb. 10F) und schließlich β4 (Abb. 25K). 
Bereits kurz nach der Keratinozytenaussaat war die β4-Untereinheit nachweisbar, die sich im 
gesamten Kultivierungsverlauf organotypisch auf basale Keratinzyten beschränkte (Abb. 25E, 
G, I, K). Zu einer effektiven Verankerung der Zellen sorgen letztlich in der Sublamina densa 
die aus Kollagen VII bestehenden Ankerfibrillen. Die Analyse der Kollagen VII-Expression 
erbrachte, dass das Protein im Gegensatz zu Komponenten der Hemidesmosomen und des 
Proteinnetzwerkes der Basalmembran nach zwei Wochen Kokultivierung partiell noch in 
den Vesikeln basaler Keratinozyten vorfindbar war, bevor es sich zu späteren Zeitpunkten 
ausschließlich in der Basalmembranzone entfaltete (Abb. 25F, H, J, L, vgl. Abb. 10G).
Der elektronenmikroskopische Nachweis von in vivo-typischen Ankerfibrillen bewies ihre 
vollständige Assemblierung, für die die korrekte Prozessierung und Deposition von Kollagen 
VII eine unerlässliche Voraussetzung ist (Abb. 26A, B). Zusätzlich konnten zahlreiche 




densa ausgemacht werden (Abb. 26A, B). Die gezeigten Resultate belegen die Ausbildung 
einer vollständigen und strukturell ausgereiften Basalmembran in den Hautäquivalenten, die 
in einer normalisierten epidermalen Differenzierung und der Fähigkeit zu lang anhaltender 
epidermalen Regeneration resultiert.
3.2.4 Stadien der extrazellulären Matrixbildung in Langzeit-Hautäquivalenten
Einhergehend mit der Regenerierung und Reifung des epidermalen Kompartimentes sowie 
der Basalmembranzone entwickelten die Fibroblasten im dermalen Teil des Hautäquivalentes 
eine extrazelluläre Matrix. Zunächst eingebettet im Fibringel begann schon zu frühen Zeiten 
der Kultivierung die Synthese provisorischer Matrixproteine. Dazu zählen Tenascin und 
Thrombospondin, die nach einer Woche verstärkt unterhalb des Epithels zu finden waren (Abb. 
27A). Nach einer weiteren Woche Kulturzeit fanden sich beide Proteine gleichmäßig verteilt 
im gesamten dermalen Äquivalent, partiell kolokalisiert, wieder, und diese Verteilung wurde zu 
den späten Kultivierungszeitpunkten beibehalten (Abb. 27B-D). 
Den Übergang einer provisorischen Matrix zu einem reiferen dermalen Gewebe machte die 




die dann extrazellulär durch Abspaltung der Propeptide zu einzelnen Kollagen-Molekülen 
umgewandelt werden. Diese wiederum lagern sich durch Selbstmontage zu Kollagen-Fibrillen 
zusammen, die dann letztlich die Kollagen-Faser bilden (Prockop et al., 1979). Die Verteilung 
von Kollagen I im dermalen Gerüst war mit der Tenascin-Anfärbung vergleichbar (Abb. 28A, vgl. 
Abb. 27C). Ein Marker für stabilisierte Kollagen-Fasern ist die Expression des Proteins Decorin, 
das die Faserbündel dekoriert und somit deren Struktur festigt. Eine immunhistochemisch 
fassbare Koexpression von Kollagen I und Decorin zeichnete sich erst nach drei Wochen 
Kultivierungsdauer ab und blieb dann auch über zehn Wochen erhalten (Abb. 28B, C). Dies 
galt als ein anschaulicher Beleg für eine zunehmende Reifung der dermalen Matrix. Die 
Kinetik der Kollagen-Synthese wurde zusätzlich über Prokollagen I-Färbungen bestimmt, die 
klar belegten, dass schon nach einer Woche in Kultur die Prokollagen-Sekretion begann und 
auch zu späten Zeitpunkten erfolgte (Abb. 28D-F). Hingegen ergab sich für Prokollagen III 
eine verzögerte Synthese mit vornehmlicher Ablagerung unterhalb des Epithels, was auch für 
das reife Kollagen III-Molekül zutraf (Abb. 28D-I). 
Die Synthese von Tenascin, Thrombospondin, Kollagen I und III wurde mittels Western-Blot-
Analyse bestätigt. Dabei fiel auf, dass vor allem die provisorischen Matrixproteine Tenascin 




Ebenso früh begann die Synthese von Kollagen I, die mit zunehmender Kultivierungszeit 
weiter anstieg. Kollagen III hingegen wurde erst nach einer beziehungsweise zweiwöchiger 
Kultivierung nachweisbar. Damit untermauerten die Western-Blot-Ergebnisse die Daten der 
immunhistochemischen Analyse, dass in den Hautäquivalenten im dermalen Teil nämlich 
zunächst provisorische Matrixproteine sekretiert werden, bevor die Matrix durch die Synthese 
von fibrillären Kollagenen eine Reifung erfährt.
Mit Hilfe der Elektronenmikroskopie wurde die reguläre Anordnung der Kollagen-Fibrillen 
ersichtlich, die sich vor allem durch einheitliche Durchmesser auszeichneten (Abb. 30A, B). 
Außerdem fiel sowohl nach sechs als auch nach zehn Wochen Kultivierung die in vivo-typische 
sperrholzartige Anordnung der Kollagen-Fibrillen auf, deren einzelne Lagen quer zueinander 
angeordnet waren.
Weiterhin gelten Mikrofibrillen aus Fibrillin sowie elastische Fasern als Marker einer 
ausgereiften in vivo-ähnlich Matrix. Die Charakterisierung der Mikrofibrillen in normaler 
humaner Haut per Immunfluoreszenz zeigte, dass die Hauptbestandteile Mikrofibrillen-
assoziiertes Glycoprotein-1 („microfibril-associated glycoprotein-1“, MAGP-1) und Fibrillin in 
der gesamten Dermis beginnend unterhalb der Basalmembranzone lokalisiert wurden (Abb. 
31A, B). In einwöchigen Hautäquivalenten ließ sich MAGP-1 recht schwach unterhalb der 
Basalmembran nachweisen (Abb. 32A, B). Mit zunehmender Kultivierungsdauer wurden auch 
die Keratinozyten mit dem MAGP-1-Antikörper anfärbbar, was darauf hinwies, dass auch sie 
dieses Protein produzieren (Fujimoto et al., 2000) (Abb. 32B). Die Verteilung von MAGP-1 




32B-D). Der Nachweis von Fibrillin gelang in den anfänglichen Kulturzeitpunkten lediglich in 
der Basalmembranzone, kolokalisiert mit MAGP-1 (Abb. 32A, B). Wurden die Hautäquivalente 
jedoch über zwei Monate hinaus kultiviert, ergaben sich positive Fibrillin-Färbungen über das 
obere Drittel des dermalen Äquivalentes (Abb. 32C, D). Diese fibrillären Strukturen waren 
keineswegs nur mit der Basalmembranzone assoziiert, so dass sich darin eine in der reifen 
Dermis stattfindende Elastogenese, nämlich die Bildung elastischer Fasern mit Fibrillin und 
Elastin als Hauptbestandteile, wiederspiegelte. 
Zur Bestätigung einer solchen Elastogenese in vitro wurde auch der Nachweis von Elastin 
in den Hautäquivalenten geführt. In der humanen Haut zeigten sich, vorrangig im Stratum 
reticulare, zahlreiche verzweigte Elastin-postive Strukturen, die elastischen Fasern, während 
das Stratum papillare, die dünne dermale Schicht direkt unterhalb des Epithels, nahezu frei von 
Elastin ist (Abb. 33A). Da die  Hautäquivalente keine frühe Expression von Elastin aufwiesen, 







Dabei zeigten sich zusammenhängende Strukturen in den mittleren Regionen des dermalen 
Äquivalentes, die auf elastische Fasern hinwiesen (Abb. 33D). Elastische Fasern werden unter 
anderem aus dem Vorläufer Tropoelastin gebildet, das von den Fibroblasten synthetisiert in 
den extrazellulären Raum sekretiert wird und dort durch Vernetzung der einzelnen Ketten das 
Elastin-Polymer ausmacht (Debelle und Tamburro, 1999). Tatsächlich befand sich Tropoelastin 
in den Langzeit-Hautäquivalenten, weitläufig in der dermalen Matrix verteilt (Abb. 33E). 
Reife elastische Fasern zeichnen sich in vivo durch die Kolokalisation der beiden 
Hauptkomponenten im Stratum reticulare Elastin und Fibrillin aus (Abb. 34A). Bei den im 
Stratum papillare befindlichen Elastin-negativen, Fibrillin-positiven Strukturen handelte es sich 
um Mikrofibrillen (Abb. 34A). Offensichtlich ähnliche Immunfluoreszenz-Befunde, die eindeutig 
die Zusammensetzung und Verteilung von elastischen Fasern in der Haut wiederspiegeln, 
ergaben sich auch in den Langzeit-Hautäquivalenten. Dabei entwickelten sich unterhalb 
der Basalmembran, gewissermaßen dem „papillenfreien Stratum papillare in vitro“, Elastin-
negative, Fibrillin-positive Mikrofibrillen (Abb. 34B, vgl. Abb. 32). In tieferen Regionen des 
dermalen Konstruktes bildeten sich teilweise Faserstrukturen aus, an denen Elastin und Fibrillin 
kolokalisiert waren (Abb. 34B). Diese Beobachtung, dass die Ausreifung der extrazellulären 
Matrix der Hautäquivalente auch die Expression der Komponenten und nachfolgender 
Ausformung elastischer Fasern mit einschließt, bestätigt das hohe Regenerationspotential 
der dermalen Matrix in diesem in vitro-System, das als eine weitgehende Rekonstitution der 
nativen Dermis in vivo bezeichnet werden kann.
Abbildung 35 fasst die Ergebnisse der Produktion und strukturierten Ablagerung dermaler 
extrazellulärer Proteine in den Hautäquivalenten schematisch zusammen. Dabei soll verdeutlicht 
werden, dass die dermale Matrix verschiedene Phasen der Reifung durchläuft. Zunächst wurden 
provisorische Marker der extrazellulären Matrix wie Tenascin und Thrombospondin gebildet, 
dann folgt die Synthese von Kollagen I und III. Die Kolokalisation von Kollagen I und Decorin weist 
auf eine normale Fibrillogenese und Stabilisierung der Kollagenfasern hin. Zusätzlich konnte 
die reguläre Anordung der fibrillären Faserbündel mittels Elektronenmikroskopie bewiesen 
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3.3 Entwicklung eines endothelialisierten Hautäquivalentes
Die angeführten Ergebnisse belegen eindrucksvoll, dass die Kultivierung von Fibroblasten 
und Keratinozyten in dem Hautäquivalent nicht nur zur Bildung einer normalen Epidermis, 
sondern auch zur Formation von dermisähnlichen Gewebsstrukturen führt. Diese authentische 
extrazelluläre Matrix in ihrer spezifischen Zusammensetzung und strukturellen Organisation 
scheint dabei eine wesentliche Voraussetzung für das Langzeit-Wachstum von Keratinozyten 
zu sein. Darüber hinaus war zu erwarten, dass die Normalisierung der dermalen Matrix eine 
generelle Regenerationsfähigkeit mit sich bringt, die es ermöglichen sollte, auch andere 
mesenchymale Zellen wie insbesondere Endothelzellen erfolgreich in die organotypischen 
Kokulturen zu integrieren. Treten in einem solchen endothelialisierten Hautmodell vaskuläre 
Strukturen auf, stünde damit ein attraktives in vitro-Modell für die genaue Charakterisierung von 
an Angiogenese und Tubulogenese beteiligten Prozessen zur Verfügung. Ferner würde dabei 
das Spektrum der Messparameter eines solchen Modells erweitert werden, indem relevante 
Indikatoren für Entzündung und Erythembildung wie ICAM-1 („inter-cellular adhesion molecule 
1“, interzelluläres Adhäsionsmolekül 1) und Stickstoffmonoxid erfassbar werden, was bislang 
nur in Tierversuchen möglich war.
3.3.1 Funktionelle Charakterisierung der verwendeten Endothelzellen
Für die Entwicklung von endothelialisierten Hautäquivalenten wurde die immortalisierte 
Endothel-Zellline HMEC-1 („human dermal microvascular endothelial cells“, humane dermale 
mikrovaskuläre Endothelzellen) sowie humane venöse Nabelschnur-Endothelzellen (HUVEC, 
„human umbilical vein endothelial cells“) verwendet (Ades et al., 1992). Eine etablierte Methode, 
den endothelialen Charakter von Zellen nachzuweisen, ist die Aufnahme des Farbstoff-
markierten, azetylierten Low Density Protein (Ac-LDL-DiI) (Voyta et al., 1984). Dabei nehmen 
ausschließlich solche Zellen das fluoreszierende Ac-LDL auf, die den entsprechenden LDL-
Rezeptor exprimieren, wie Endothelzellen und Makrophagen. In Monolayern-Kulturen konnte 
nachgewiesen werden, dass sowohl HMEC-Zellen als auch HUVEC-Zellen in der Lage sind, Ac-
LDL-DiI aufzunehmen (Abb. 36A-F). Mit Ac-LDL-DiI inkubierte Kokulturen von Endothelzellen 
mit Fibroblasten zeigten entsprechend nur die endothelialen Zellen eine positive Reaktion, 
während Fibroblasten nicht zur Aufnahme von Ac-LDL-DiI imstande waren (Abb. 36G-I). 
Endothelzellen weisen auch spezifische Adhäsionsmoleküle wie CD31 (PECAM-1, „platelet-
endothelial cell adhesion molecule“) auf, die den homotypischen Kontakt benachbarter Zellen 
gewährleisten (Albelda et al., 1991; Dejana et al., 2009; Newman et al., 1990). HUVEC-Zellen 
wiesen ein typisches CD31-Muster an den Zell-Zell-Kontakten auf und reagierten zudem 
erwartungsgemäß mit einem Antiserum gegen Von-Willebrand-Faktors (vWF) (Abb. 37A). 
Da es notwendig ist, die beiden Zelltypen im Hautäquivalent auseinanderzuhalten, waren 
diskriminierende Marker zu finden, die die Endothelzellen anfärben, bei Fibroblasten jedoch 
werden. In älteren Hautkonstrukten war die Expression von Fibrillin und MAGP-1, zunächst in 
der Basalmembranzone und später in der dermalen Matrix, zu beobachten. Dabei handelte 
es sich eindeutig um Mikrofibrillen, die im dermalen Äquivalent mit Elastin kolokalisierten. Hier 
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eine negative Reaktion zeigen. Als spezifische Marker erwiesen sich CD31, vWF (Abb. 37B, C), 
CD146 (MCAM, „melanoma cell adhesion molecule“) und VE-Cadherin („vascular endothelial 
cadherin“, Cadherin-5, CD144) (Daten nicht gezeigt).
3.3.2 Testung verschiedener Methoden zur Etablierung eines endothelialisierten 
Hautäquivalentes 
Um Endothelzellen als dritten Zelltyp in das beschriebene Hautmodell zu integrieren, wurden 
verschiedene Strategien, die bisher für unterschiedliche in vitro-Angiogenese-Modelle 
beschrieben worden sind, auf ihre Effinzienz erprobt. Der Prozess der Angiogenese wurde 
zum ersten Mal vor knapp 30 Jahren in vitro beobachtet, als Kapillarendothelzellen über einen 
langen Zeitraum hinweg kultiviert wurden und sich schließlich zu kapillarähnlichen Strukturen 
organisierten (Folkman und Haudenschild, 1980). Seitdem wurden zahlreiche Modelle 
entwickelt, um angiogene Prozesse in vitro zu erforschen (Ucuzian und Greisler, 2007; Vailhe 
et al., 2001). Einige dieser etablierten Wege, Endothelzellen in vitro zur Proliferation und 
zur Bildung von gefäßähnlichen Strukturen zu induzieren, sollten für die Entwicklung eines 
endothelialisierten Hautäquivalentes getestet werden.
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Als erste Methode wurde die Herstellung von endothelialen Zell-Aggregaten sowie Sphäroiden 
und deren Einbringung in das Hautäquivalent angewandt (Vernon und Sage, 1999) (Abb. 38A). 
Dazu wurden HMEC-Zellen in hängenden Tropfen in kleinem Mediumvolumen kultiviert, bis 
sie nach ungefähr 18 Stunden zelluläre Aggregate bildeten (Abb. 38B, C). Diese Aggregate 
wurden danach gesammelt und auf die Unterseite des dermalen Äquivalentes verteilt, auf 
dessen Oberseite danach wie gewohnt Keratinozyten ausgesät wurden. Nach drei Wochen 
Kultivierungsdauer hatten sich die HMEC-Aggregate weitesgehend aufgelöst und nun eine 
mehrlagige Kollagen IV-reiche Schicht an der Unterseite der Hautäquivalente ausgebildet, die 
sich durch intensive Anfärbung des endothelialen Adhäsionsmolekül CD31 identifizieren ließ 
(Abb. 38D-F). 
Ein ähnliches System zur effizienteren Herstellung von größeren Endothelzell-Sphäroiden ist die 
Inkubation von Endothelzellen in Methylzellulose nach Korff und Augustin (Korff und Augustin, 
1999). Hierbei wurden die Sphäroide gleichmäßig im dermalen Äquivalent suspendiert (Abb. 
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39A). Gegenüber der Produktion von Zell-Aggregaten in hängenden Tropfen erwies sich die 
Sphäroid-Methode als überlegen, weil nur so kompakte Sphäroide von definierter Größe und 
ausreichender Stabilität entstanden (Abb. 39B, vgl. Abb. 38C). Um die Vitalität und die Fähigkeit 
der Migration der HMEC-Zellen in einem sphäroidalen Verbund zu kontrollieren, wurden die 
Sphäroide auf Zellkultur-Schalen ausplattiert, wobei sich ein Auswachsen der Zellen nachweisen 
ließ (Abb. 39C). Nach dreiwöchiger Kultiverungsdauer war allerdings in Hautmodellen, die 
solche Sphäroide enthielten, zu beobachten, dass diese stark kondensierten Aggregate eine 
optimale Regeneration der Epidermis verhinderten (Abb. 39D, E). Zwar waren vereinzelt 
CD31-positive Strukturen erkennbar, ein Aussprossen von vaskulären Strukturen in das Innere 
der dermalen Kompartimente war jedoch nicht festzustellen (Abb. 39F). Offensichtlich waren 
in diesem System die Bedingungen für angiogene Prozesse noch nicht adäquat eingestellt. 
Neben der geringen Zahl vaskulärer Strukturen sprach auch die deutlich beeinträchtigte 
Epidermisentwicklung gegen diese Methode, die zudem den erheblichen Nachteil hatte, in der 
Durchführung sehr diffiziel und extrem arbeitsaufwändig zu sein.
Endothelzellen können auf Matrigel, einer Basalmembranmatrix extrahiert aus dem Engelbreth-
Holm-Swarm-Sarkom, die reich an extrazellulären Matrixbestandteilen wie Laminin, Kollagen IV, 
Nidogen und Heparansulfat-Proteoglykan ist, gefäßartige Netzwerke ausbilden (Kubota et al., 
1988). Dieses System sollte als alternative Strategie verwendet werden, um endothelialeisierte 
Hautmodelle herzustellen (Abb. 40A). Tatsächlich zeigte sich, dass HMEC-Zellen in der 
Lage sind, multizelluläre Netzwerkstrukturen auf Matrigel zu bilden (Abb. 40B). Weiterhin 
ließen sich diese organisierten HMEC-Kulturen mit Fibringel überschichten, ohne dass die 
Netzwerkbildung eingeschränkt wurde (Abb. 40C). Dieser Befund ließ das Konzept berechtigt 
erscheinen, Endothelzellen auf Matrigel mit einem Hautäquivalent zu bedecken. Histologisch 
war nach drei Wochen in Kultur ein reguläres Epithel sowie ein Endothelzell-Netzwerk auf der 
Unterseite des Modells festzustellen (Abb. 40D). Dass es sich dabei fast ausschließlich um 
Endothelzellen handelte, zeigte die Anfärbung auf den endothelialen Marker CD31 (Abb. 40E). 
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Jedoch kam es kaum zu Aussprossungen der Endothelzellen mit Ausrichtung auf das dermale 
Kompartiment (Abb. 40F, G). Demnach war auch dieser Ansatz ungeeignet für die Herstellung 
von Hautäquivalenten, in denen die Bildung gefäßartiger Strukturen unterstützt werden soll.
Eine aussichtsreiche Methode, in vitro kapillarähnliche Strukturen zu induzieren, ist die 
Kultivierung von Endothelzellen auf sphärischen Cytodex-Mikroträgern (Nehls und Drenckhahn, 
1995b). Dabei werden Endothelzellen bis zur Konfluenz auf der Oberfläche dieser Mikroträger 
kultiviert und können danach beispielsweise durch Einbetten in Fibringel zur Aussprossung 
veranlasst werden (Grasselli et al., 2003; Nehls und Drenckhahn, 1995a). Diese Erfahrungen 
sollten für die Entwicklung eines Hautmodells mit inkorporierten Endothelzell-Mikroträger 
genutzt und überprüft werden (Abb. 41A). Wurden Endothelzellen zusammen mit Mikroträgern 
in Medium suspendiert,  bildete sich nach wenigen Stunden ein konfluenter Zellrasen (Abb. 41B, 
C). Um zu testen, ob diese Zellen noch vital waren, wurden konfluent bewachsene HUVEC-
Mikroträger auf Objektträgern ausgesät und die Migration der HUVEC-Zellen verfolgt. Es zeigte 
sich, dass nach vier Tagen Kultivierung sowohl auf der Oberfläche der Mikroträger als auch 
auf den Objektträgern vitale Zellen zu finden waren (Abb. 41D, E), die jedoch im Bestreben, 
die freie Fläche zu besiedeln, als Einzelzellen und nicht als gefäßartiger Zellverbund vorlagen 
(Abb. 41E). Nachdem so das Wachstumspotential der HUVEC-Zellen auf den Mikroträgern 
bestätigt war, wurde die in der Literatur beschriebene induzierende Wirkung des Fibringels auf 
die Bildung gefäßartiger Strukturen untersucht. Dazu wurden konfluente HUVEC-Mikroträger 
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in Fibringel suspendiert und für zwei beziehungsweise zehn Tage submers inkubiert. Schon 
nach zweitägiger Kultivierung traten gefäßartige Aussprossungen auf, die im weiteren 
Kultivierungsverlauf an Länge zunahmen (Abb. 41F-H). Per Immunfluoreszenz konnte 
eindeutig belegt werden, dass diese netzwerkartigen Strukturen multizellulären Charakter 
aufwiesen (Abb. 41I, J). Auch die HUVEC-besiedelten Mikroträger wurden als Transportmittel 
und Organisationszentren für die in vitro-Gefäßbildung in Hautmodellen getestet, wobei 
sie auf einer Fibringelschicht ausgebracht und mit präformierten dermalen Äquivalenten 
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überdeckt wurden, bevor die Aussaat der Keratinozyten erfolgte. Die Anzahl der verwendeten 
besiedelten Mikroträger entsprach dabei einer Zahl von 3 x 104 HUVEC-Zellen pro cm2. Bei der 
histologischen Analyse wurden endotheliale Strukturen sowohl assoziiert mit den Mikroträgern 
als auch im dermalen Kompartiment entdeckt (Abb. 41K-P). Daraus ließ sich folgern, dass 
die Endothelzellen innerhalb von drei Wochen in dem Hautmodell ausgehend von der 
Mikroträgeroberfläche tubuläre Strukturen bildeten, in denen vereinzelt auch Basalmembran-
spezifische Proteine vorlagen (Abb. 41O, P). Dennoch kam es auch hier nur bedingt zu einer 
zufriedenstellenden Formierung eines endothelialen Netzwerkes, womit ein routinemäßiger 
Einsatz der Endothelzell-Mikroträger zur Herstellung endothelialisierter Hautmodelle nicht 
zweckmäßig erschien.
Zum Studium angiogener Prozesse haben verschiedene Arbeitsgruppen in unterschiedlichen 
Hautmodellen versucht, Endothelzellen einzubauen (Black et al., 1998; Hudon et al., 2003; 
Ponec et al., 2004). Dabei konnte beobachtet werden, dass sich die Endothelzellen selbst 
nach Einsaat als Einzelzellsuspension zu tubulären Strukturen organisieren konnten, obwohl 
eine solche Selbstorganisation anderen Berichten zufolge nicht zu erwarten war (Korff und 
Augustin, 1998). Deshalb wurde in einem weiteren Ansatz Einzelzellsuspensionen von 
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Endothelzellen zusammen mit Fibroblasten in das gerüststabilisierende Fibringel eingebracht, 
bevor anschließend die Keratinozyten darauf ausgesät wurden (Abb. 42A). Die histologische 
Analyse der ein-, zwei- und dreiwöchig kultivierten Konstrukte zeigte eine reguläre 
Differenzierung der Epidermis (Abb. 42B, D, F). Im dermalen Kompartiment waren erstmals 
tubuläre Strukturen zu erkennen (Abb. 42C, E, G). Dass diese durch die Endothelzellen 
gebildet worden waren, zeigten die Kontrollen, die nur Fibroblasten im dermalen Äquivalent 
enthielten und nie solche vaskulären Strukturen ausbildeten (vgl. Abb. 44G). Der endotheliale 
Charakter dieser gefäßähnlichen Formen konnte immunhistochemisch geklärt werden, wie die 
Anfärbung gegen CD31 und Von-Willebrand-Faktor eindeutig belegte. Zusätzlich bewies die 
periphere Umhüllung dieser Strukturen mit Kollagen IV und α4-Laminin die Ausbildung einer 
vaskulären Basalmembran (Abb. 42H-O). Sowohl mit HUVEC- als auch mit HMEC-Zellen 
konnte diese Selbstorganisation zu gefäßartigen Strukturen aus einer Einzelzellsuspension 
heraus bestätigt und mehrfach reproduziert werden. 
3.3.3 Einfluss von Fibroblasten und Keratinozyten auf endotheliale Tubulogenese
Aufgrund solcher vielversprechenden Resultate konnten diese endothelialisierten 
Hautäquivalente eingesetzt werden, um die Rolle der extrazellulären Matrix und der 
Anwesenheit von Fibroblasten und Keratinozyten auf die endotheliale Tubulogenese zu 
untersuchen. Ferner sollten Zusammensetzung und Struktur dieser gefäßartigen Strukturen 
eingehend charakterisiert werden, um Aufschluss über Reifezustand und Qualität der in vitro-
gebildeten Gefäßstrukturen zu erhalten. 
Schon verschiedentlich wurde über die Verwendung von Kokultur-Modellen mit Endothelzellen 
und Fibroblasten zu Untersuchung der Interaktion beider Zelltypen bei der Bildung gefäßartiger 
Strukturen berichtet (Berthod et al., 2006; Bishop et al., 1999; Sorrell et al., 2008; Velazquez 
et al., 2002). Aus diesen Studien wurde ersichtlich, dass sowohl Fibroblasten als auch die 
extrazelluläre Matrix maßgeblich an der endothelialen Tubulogenese beteiligt sind. Dahingegen 
ist nichts über den Einfluss der Keratinozyten im Zusammenspiel mit den Fibroblasten und der 
extrazellulären Matrix auf angiogene Prozesse bekannt, da bisher adäquate Zellkultursysteme 
nicht zugänglich waren.
Mit Hilfe des endothelialisierten Hautäquivalentes, in dem Endothelzellen zusammen mit 
Fibroblasten als suspendiertes Gemisch von Einzelzellen in die dermale Matrix integriert wurden, 
sollte sowohl die Beteiligung der Keratinozyten als auch der Fibroblasten an der Gefäßbildung 
der Endothelzellen untersucht werden. In diesem Experiment wurden fünf unterschiedliche 
Ansätze verglichen: (1) ein Hautäquivalent mit Fibroblasten und Keratinozyten (FK), (2) ein 
endothelialisiertes Hautäquivalent mit Endothelzellen, Fibroblasten und Keratinozyten (EFK), 
(3) ein endothelialisiertes Hautäquivalent mit Endothelzellen und Keratinozyten (EK), (4) ein 
endothelialisiertes dermales Äquivalent mit Endothelzellen und Fibroblasten (EF) sowie (5) 
ein endothelialisiertes dermales Äquivalent mit Endothelzellen ohne Fibroblasten (E) (Abb. 
43A-E). Dabei wurden in diesen Experimenten ausschließlich HUVEC-Zellen verwendet. Nach 
zweiwöchiger Kultivierung unter identischen Bedingungen hatte sich in allen drei Ansätzen mit 
Keratinozyten ein vergleichbar differenziertes Epithel ausgebildet (Abb. 43F-H), was darauf 
schließen ließ, dass die Anwesenheit der Endothelzellen keinen negativen Effekt auf eine 
normale epidermale Histogenese ausübt und andererseits Endothelzellen allein ebenfalls 
die Epidermisbildung unterstützen können. In der dermalen Matrix der endothelialisierten 
Hautäquivalente (EFK und EK) zeigten sich zahlreiche Gefäßstrukturen, die nicht mit den 
Fasern des Gerüstmaterials assoziiert waren (Abb. 43G, H). Dagegen waren solche Strukturen 
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in den endothelialisierten dermalen Äquivalenten mit Fibroblasten kaum zu finden (Abb. 43I). 
Endothelzellen, die als Einzelzell-Monokultur in die Matrix suspendiert wurden, proliferierten 
ohne parakrine Unterstützung durch andere Zelltypen kaum und waren dementsprechend 
im dermalen Äquivalent rar (Abb. 43J). Selbst die Zugabe spezifischer Wachstumsfaktoren 
wie VEGF verhalf den Endothelzellen in der Monokultur nicht dazu, eine Gefäßorganisation 
aufzubauen. Damit wurde ersichtlich, dass Endothelzellen als Einzelzellen in einem in vitro-
System eindeutig von den Keratinozyten und den Fibroblasten abhängig sind, Gefäßstrukturen 
aufbauen zu können.   
Auf der anderen Seite war auch noch zu prüfen, inwieweit die epidermale Organisation 
dieser Hautäquivalente von den verschiedenen dermalen Zellen beeinflusst wurde. Dazu 
wurde die Expression und Lokalisation von Differenzierungsmarkern immunhistochemisch 
untersucht. In allen drei Varianten, nämlich Keratinozyten kokultiviert mit Fibroblasten (FK), mit 
Endothelzellen und Fibroblasten (EFK) sowie mit Endothelzellen (EK), konnten Filaggrin und 
Involucrin regulär verteilt dargestellt werden (Abb. 44A-F). Außerdem zeigte sich Occludin, eine 
Hauptkomponente der „tight junctions“, in vivo-typisch lokalisiert und zwar unabhängig davon, 
ob Endothelzellen und Fibroblasten kombiniert oder jeweils einzeln im dermalen Äquivalent 
vorlagen (Abb. 44G-I). Auf einen physiologischen Zustand der Keratinozyten wies zudem die 
normale Lokalisation der β4-Integrin-Unterheit hin, die in allen drei Varianten gleichermaßen 
regulär in der Basalzellschicht auftrat (Abb. 44A-C). Kollagen VII als Bestandteil der 
Ankerfibrillen in der Sublamina densa gilt als Zeichen einer ausgereiften Basalmembranzone 
mit konsolidierter dermo-epidermaler Verankerung. In den Hautäquivalenten mit Fibroblasten 
ergab sich erwartungsgemäß eine organotypische Verteilung von Kollagen VII (Abb. 44D). 
Auch in den endothelialisierten Hautäquivalenten mit Endothelzellen, Fibroblasten und 
Keratinozyten war Kollagen VII regulär exprimiert (Abb. 44E). Lediglich in den Ansätzen mit 
Endothelzellen und Keratinozyten lag das Protein noch teilweise plasmatisch in den basalen 
Keratinozyten vor, was auf unvollständige Sekretion und möglicherweise noch unausgereifte 
Basalmembranzone hinwies (Abb. 44F). Wesentliche Komponenten der Basalmembran sind 
die Laminine, die am Aufbau der endothelialen Basalmembran beteiligt sind. Dahingehend ist 
die α4-Laminin-Kette unter anderem Bestandteil von Laminin 411 (Laminin 8) sowie Laminin 
421 (Laminin 9) (Hallmann et al., 2005). In den Kontrollansätzen ohne Endothelzellen wurde 
Laminin-α4 ausschließlich in  der Basalmembran zwischen Epidermis und dermaler Matrix 
gefunden (Abb. 44G). Enthielt das dermale Kompartiment Endothelzellen und Fibroblasten 
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beziehungsweise lediglich Endothelzellen, wurde Laminin-α4 zusätzlich im dermalen Raum 
exprimiert, wo es als periphere Umhüllung zahlreicher tubulärer Strukturen auftrat (Abb. 44H, I). 
Der endotheliale Charakter dieser gefäßartigen Strukturen und wie ihre Bildung durch 
die Anwesenheit von Keratinozyten und Fibroblasten beeinflusst wurde, zeigte sich bei 
Anfärbungen von CD31 und einem weiteren Basalmembranprotein, Nidogen-2 (Abb. 45). Das 
Hautäquivalent ohne Endothelzellen war erwartungsgemäß negativ für CD31 und enthielt 
Nidogen-2 ausschließlich in der Basalmembranzone zwischen Epidermis und Dermis (Abb. 45A). 
Dagegen hatten sich in endothelialisierten Hautkonstrukten nach zwei, drei und fünf Wochen 
etliche CD31-positive tubuläre Strukturen ausgebildet, die in ihrer Ausdehnung mit längerer 
Kultivierungsdauer auch zunahmen (Abb. 45B-D). Hier lag Nidogen-2 sowohl assoziiert mit 
den gefäßähnlichen Strukturen in dermalen Regionen als auch in der Basalmembran unterhalb 
des Epithels vor (Abb. 45E). Es wird angenommen, dass ausschließlich Fibroblasten die 
Ergebnisse
68
Charakterisierung von endothelialisierten Hautäquivalenten
Produzenten von Nidogen für die Basalmembranentwicklung sind, doch erst die Anwesenheit 
von Keratinozyten eine reguläre Anordnung des Proteins in der Basalmembranzone bedingt 
(El et al., 2005; Fleischmajer et al., 1995; Marionnet et al., 2006). Die hier gezeigten Befunde 
machen deutlich, dass auch Endothelzellen Nidogen-2 produzieren und damit in diesem 
System das Vorhandensein der Fibroblasten kompensieren können. In Dermisäquivalenten 
mit Endothelzellen und Fibroblasten, wurden nur wenige tubuläre Zellaggregate gefunden 
(Abb. 45F, G). Monokulturen von Endothelzellen entwickelten weder gefäßähnliche Strukturen 
noch konnten sie  die anfängliche Anzahl von Endothelzellen im dermalen Äquivalent aufrecht 
erhalten (Abb. 45H, I). 
Als weiterer Aspekt wurde der Einfluss extrazellulärer Matrixproteine auf die endotheliale 
Tubulogenese untersucht. In den Kulturen mit Keratinozyten konnte jeweils Thrombospondin 
in dem dermalen Kompartiment, teilweise kolokalisiert mit Nidogen-2, dargestellt werden 
(Abb. 46A-D). Auch in endothelialisierten dermalen Äquivalenten mit Fibroblasten fanden sich 
geringe Mengen dieses Matrixproteins, während es in Monokulturen von Endothelzellen kaum 
noch zu detektieren war (Abb. 46E, F). Ähnliche Verhältnisse ergaben sich für Tenascin, eine 
Komponente der provisorischen Matrix bei Wundheilung und Ontogenese, und für Fibrillin, das 
der Hauptbestandteil der Mikrofibrillen ist, aus denen bei weiterer Reifung die Elastinfasern 
hervorgehen (Abb. 46G-L). Gleichermaßen wurde Kollagen I, Hauptbestandteil des dermalen 
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Bindegewebes, in endothelialisierten ebenso wie in Standard-Hautäquivalenten ausgiebig 
abgelagert, während Endothelzellen als Monokultur im Fibringel nur in geringem Ausmaß das 
Protein sezernieren konnten (Abb. 46M-P). Da alle Ansätze unter den gleichen Bedingungen 
kultiviert wurden, lässt sich aus den Resultaten schlussfolgern, dass sowohl der Erhalt und die 
Proliferation der Endothelzellen als auch ihre Aggregation zu multizellulären Gefäßstrukturen 
erst durch die Interaktion mit Keratinozyten und Fibroblasten ermöglicht wurde, wobei der 
Bildung einer authentischen extrazellulären Matrix, die erst in diesen Ansätzen erreicht wird, 
eine Schlüsselfunktion zukommt.
Um die Verteilung, Häufigkeit und Orientierung der tubulären Strukturen in den jeweiligen 
Kulturansätzen besser bewerten zu können, wurden Übersichtsaufnahmen der Präparateschnitte 
bis zu einer Länge von 5 mm angefertigt. In den endothelialisierten dermalen Äquivalenten, 
der Kokultur von Endothelzellen mit Fibroblasten, war nach zweiwöchiger Kultivierung eine 
weitgehend gleichmäßige Verteilung der Zellkerne im Präparat zu sehen (Abb. 47A). Die 
Anfärbung der Basalmembran-spezifischen Komponente Nidogen-2 zeigte vorwiegend eine 
Kolokalisation mit CD31, ein Indiz dafür, dass gefäßartige Strukturen ausgebildet wurden (Abb. 
47B-D). Die Häufigkeit dieser tubulären Formen war drastisch erhöht, wenn Endothelzellen 
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mit Keratinozyten kokultiviert wurden (Abb. 48, vgl. Abb. 47). Wiederum erwiesen sich CD31-
positive Strukturen als mit Nidogen-2 kolokalisiert, welches überdies in der epidermalen 
Basalmembran vorlag (Abb. 48A-D). Bei diesen Übersichtsaufnahmen wurde zudem 
ersichtlich, dass die endothelialen Gefäße keineswegs nur unterhalb des Epithels oder nur 
horizontal verlaufend angeordnet wurden. Vielmehr war die Ausrichtung dieser Strukturen im 
gesamten dermalen Kompartiment in x-y-z-Richtung eher zufällig verteilt (Abb. 48B, vgl. Abb. 
52B). Auch für endothelialisierte Hautäquivalente, in denen Endothelzellen, Fibroblasten und 
Keratinozyten kombiniert wurden, wurden Übersichtsaufnahme angefertigt, um die Verteilung 
der Gefäßstrukturen darzustellen. Außerdem sollte hier die Entwicklung der Präparate in 
einem Zeitverlauf von ein-, zwei- und dreiwöchiger Kulturdauer begutachtet werden (Abb. 49-
51). Während nach einer Woche in Kultur weniger tubulären Strukturen gefunden wurden, 
waren sie nach einer weiteren Woche weiter ausgedehnt und ausgereift (Abb. 49A-D, 50A-D). 
Nach dreiwöchiger Kultivierung hatten sich zahlreiche gefäßartige Strukturen ohne eine 
Vorzugsrichtung angeordnet waren (Abb. 51A-D). Darüber hinaus lagerte sich auch in diesen 
Ansätzen Nidogen-2 unterhalb des Epithels als Bestandteil der Basalmembran organotypisch 
an (Abb. 49B, 50B, 51B). Diesen Aufnahmen belegen klar, dass die endothelialen Gefäße in 
den Hautäquivalenten keine bestimmte Orientierung annahmen und auch nicht vorzugsweise 
in bestimmten Arealen, wie beispielsweise direkt unterhalb der Epidermis, angereichert waren. 
Die Entwicklung ausgereifter tubuläre Strukturen nahm zwei Wochen Kultivierungzeit in 
Anspruch, wobei ihre Zahl durch die Anwesenheit der Keratinozyten eindeutig erhöht wurde.
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3.3.4 Charakterisierung der in vitro-generierten endothelialen Gefäßstrukturen
Ein wesentliches Charakteristikum eines endothelialen Gefäßes ist das Lumen. Wenn 
die Migration zum Stillstand gekommen ist, wird zur Reifung und Stabilisierung dieses 
ruhenden Endotheliums zunächst eine Basalmembran um das Gefäß aufgebaut, woraufhin 
periendotheliale Zellen beziehungsweise Perizyten rekrutiert werden, die sich um das 
Gefäß herum anordnen und die Einbindung in das umgebende Bindegewebe gewährleisten 
(Hanahan, 1997; Jain, 2003). Ob solche Reifeprozesse auch während der Bildung tubulärer 
Strukturen in den hier vorgestellten endothelialsierten Hautäquivalenten abliefen, wurde 
mittels immunhistochemischer Anfärbung gegen das Basalmembran-Protein Kollagen IV 
sowie glattmuskuläres Aktin („smooth muscle actin“), einen Marker für Gefäß-stabilisierende 
Wandzellen („mural cells“), untersucht (Abb. 52). In Hautäquivalenten ohne Endothelzellen 
ordnete sich Kollagen IV in vivo-typisch in der Basalmembran zwischen Epithel und Dermis an 
(Abb. 52A). In Anwesenheit von Endothelzellen wurden zusätzlich etliche Kollagen IV-positive 
Gefäße im dermalen Kompartiment prominent, wobei das Muster den Anfärbungen von α4-
Laminin und Nidogen-2 identisch war (Abb. 52B, vlg. Abb.44H, 45C). Zellen, die glattmuskuläres 
Aktin beinhalten, konnten in den Kontrollen ohne Endothelzellen direkt unterhalb des Epithels 
ausgemacht werden (Abb. 52C, D). Derartige Befunde sind für organotypische Kulturen bekannt 
und sprechen für eine funktionelle Beziehung vom Epithel und Fibroblasten mit Myofibroblasten-
Phänotyp. Wurden alle drei Zelltypen miteinander kultiviert, fanden sich nach drei Wochen 
glattmuskuläres Aktin-positive Zellen nicht nur in der Nähe des Epithels, sondern waren zu 
einem beträchtlichen Anteil (ca. 60%) mit der Basalmembran der Gefäßstrukturen assoziiert 
(Abb. 52E, F). Dieses Phänomen ähnelt in frappierender Weise der Perizyten-Rekrutierung 
bei der Angiogenese in vivo und lässt den Schluss zu, dass sich dieser fundamentale Prozess 
der Gefäßreifung mit kontrollierten heterotypischen Zellinteraktionen in den endothelialisierten 
Hautmodellen autark vollziehen kann.
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Ein weiterer Beleg dafür, dass es sich bei den tubulären Strukturen tatsächlich um Gefäße 
handelte, wurde durch die Ultrastrukturanalyse geliefert. Elektronenmikroskopische Aufnahmen 
zeigten, dass die Zellen dieser multizellulären Strukturen endotheliale Charakteristika aufwiesen 
und tatsächlich Lumen umschlossen (Abb. 53A-C). Ferner wurden um die Gefäßstruktur häufig 
Fibroblasten gefunden, die vermutlich als Gefäß-stabilisierenden Zellen fungierten (Abb. 53B, 
C), so dass auch der ultrastrukturelle Aspekt dieser in vitro generierten Gefäßäquivalente 
die in vivo-Situation erstaunlich weitgehend rekapitulierte. Eine zusätzliche Bestätigung des 
Endothelzell-Charakters der Zellen in den gefäßähnlichen Strukturen ergab sich im Nachweis 
vom endothelspezifischen Zellverbindungen vom Typ der Adhärenzverbindungen. VE-
Cadherin ist die typische Transmembrankomponente endothelialer Adhärenzverbindungen, 
die intrazellulär unter anderem über β-Catenin mit dem Aktin-Zytoskelett verbunden ist 
und extrazellulär mit VE-Cadherin anderer Endothelzellen Dimere bildet, um die Zell-Zell-
Verbindung sicherzustellen (Bazzoni und Dejana, 2004; Dejana, 2004; Petzelbauer et al., 
2000; Wallez und Huber, 2008). Während die intensive perizelluläre Keratinozyten-Färbung 
in der Epidermis für β-Catenin die Spezifität des Antiserums und die reguläre Verteilung 
epidermaler Adhärenzverbindungen bestätigte, ergab sich ein filigranes Färbemuster von 
Zellkontakten in den vaskulären Strukturen im dermalen Kompartiment (Abb. 54A). Diese 
Färbung war kolokalisiert mit der Verteilung von VE-Cadherin, was ein eindeutiges Indiz für 
endotheliale Adhärenzstrukturen ist, die sowohl bei starker Vergrößerung als auch in der 
Ultrastrukturanalyse ersichtlich wurden (Abb. 54B-D). 
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Somit ist es gelungen, den endothelialen Charakter der in vitro-formierten Gefäßstrukturen 
in dem Hautmodell zu identifizieren. Infolgedessen ermöglicht diese Konfiguration des 
endothelialisierten Hautäquivalentes weiterführende Analysen wie die Erforschung angiogener 





Unter Kulturbedingungen hergestellte Hautmodelle gewinnen erheblich an Bedeutung, wenn sie 
in vitro eine nahezu völlige Rekonstitution der Gewebeorganisation und Physiologie nativer Haut 
ermöglichen. Es war die Zielsetzung der vorliegenden Arbeit, das Modell der gerüststabilisierten 
Hautäquivalente in diesem Sinn weiterzuentwickeln und detailiert zu charakterisieren sowie 
zusätzlich eine robuste Methode zur Interpretation von Gefäßendothelzellen zu etablieren.
4.1 Optimierte Kultivierungsbedingungen für Hautäquivalente 
Wundheilung wird als ein dynamischer Prozess definiert, bei dem komplexe zelluläre und 
molekulare Interaktionen zusammenwirken, um letztlich die Integrität des verletzten Organs 
wiederherzustellen (Singer und Clark, 1999). Vergleicht man diese Abläufe mit der Kultivierung 
von in vitro-Hautäquivalenten, werden gewisse Parallelen offenkundig. Zum einen sorgt die 
Produktion von Wachstumsfaktoren und Zytokinen für autokrine und parakrine Stimulation 
der Zellen, die beispielsweise die Proliferation der Keratinozyten mit dem Ergebnis der 
Reepithelialisierung zur Folge hat. Zum anderen wird zunächst eine provisorische extrazelluläre 
Matrix sowie eine Basalmembran gebildet. Schließlich wird durch terminale Differenzierung der 
Keratinozyten die Wiederherstellung einer epidermalen Barriere erreicht (Clark, 1995). Daher 
eignen sich in vitro-gefertigte Hautkonstrukte optimal für die Untersuchungen bestimmter 
Wundheilungsprozesse. Einige dieser Studien konzentrierten sich auf frühe Phasen der 
Wundheilung wie den Wundverschluss (el Ghalbzouri et al., 2004a; Garlick und Taichman, 
1994; Harrison et al., 2006; Laplante et al., 2001). Ein Teilaspekt der vorliegenden Arbeit war 
die Untersuchung früher Stadien der epidermalen Regeneration anhand von Hautäquivalenten 
in vitro. Dabei wurden die Startbedingungen der Kultivierung variiert, um deren Einfluss auf  die 
Formation eines differenzierten Epithels und einer reifen Basalmembranzone festzuhalten. Drei 
Parameter zur Generierung der dermalen Äquivalente wurden dabei maßgeblich analysiert: 
1) die Zusammensetzung des Kultivierungsmediums (Zusatz von Wachstumsfaktoren), 2) die 
Einsaatdichte der Fibroblasten sowie 3) die Dauer der Vorkultivierung. Letztlich ergaben sich 
daraus die verbesserten Standardbedingungen zur Produktion von Hautäquivalenten.
Mit dem Ziel, die Proliferation der Fibroblasten und deren Synthese extrazellulärer 
Matrixbestandteile zu optimieren, sollte das Kulturmedium, in dem die dermalen Äquivalente 
in der Vorkulturzeit inkubiert wurden, mit Wachstumsfaktoren und anderen Supplementen 
wie Ascorbinsäure angereichert werden. Dahinter stand die Erwartung, dass durch forcierte 
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dermaler Äquivalente beschleunigt werden könnte, um ein bestmögliches Anwachsen der 
Keratinozyten zu ermöglichen, und die anschließende epidermale Morphogenese und 
Basalmembranbildung optimal ablaufen zu lassen. Für die Bestimmung der Fibroblasten-
Wachstumsrate kam eine Methode zum Einsatz, die auf einer indirekten Messung der Zellzahl 
beruht, bei der der DNA-Gehalt mittels eines DNA-bindenden Fluoreszenz-Farbstoffes (SYBR 
Green) erfasst wird (Myers, 1998). Im Rahmen dieser Arbeit wurde dieses Bestimmungsverfahren 
erfolgreich als verlässliche Methode für die Zellquantifizierung in dermalen Äquivalenten 
etabliert, was es ermöglichte, Effekte der Nährmedienzusammensetzung auf die Proliferation 
der Fibroblasten direkt zu erfassen. Dabei wurden solche Supplemente ausgewählt, die eine 
positive Auswirkung auf die Physiologie der Fibroblasten haben. So stellt Ascorbinsäure 
(Vitamin C) einen essentiellen Nährstoff dar, der vielseitige Funktionen in metabolischen 
Prozessen wie der Biosynthese von Kollagen und der Proliferation von Fibroblasten ausübt 
(Padh, 1990; Prockop et al., 1979). Bei der Kultivierung von Hautäquivalenten in vitro konnte 
gezeigt werden, dass die Zellen nach Zusatz von Ascorbinsäure länger lebensfähig bleiben 
und eine beschleunigte Entwicklung der epidermalen Barriere stattfindet (Boyce et al., 2002). 
Weitere Faktoren, die proliferationsstimulierend auf Fibroblasten wirken, sind TGF-β1 und 
bFGF (Clark et al., 1997; Shipley et al., 1989; Werner und Grose, 2003). Zusätzlich induziert 
TGF-β1 die Synthese extrazellulärer Matrixproteine und trägt eine entscheidende Rolle bei der 
Migration von Zellen und der Expression von Integrin-Rezeptoren (Falabella und Falanga, 2001; 
Takehara, 2000). Auch PDGF, der während der Wundheilung von aktivierten Thrombozyten 
freigesetzt wird, wirkt chemotaktisch auf die Migration verschiedener Zelltypen und steigert 
neben der Synthese von dermalen Bestandteilen durch Fibroblasten deren Proliferation 
(Heldin und Westermark, 1995; Lederle et al., 2006; Seppa et al., 1982). Die hier getesteten 
Vorkulturmedien waren 1) D10 plus Ascorbinsäure (M1), 2) D10 plus Ascorbinsäure und 
TGF-β1 (M2) sowie 3) D10 zugesetzt mit Ascorbinsäure, TGF-β1, Heparin, bFGF und PDGF 
(M3). Wurden dermale Äquivalente mit den verschiedenen Medien für eine Woche submers 
kultiviert, zeigte sich vor allem eine stärkere Proliferation der Fibroblasten verbunden mit einer 
hohen Fibroblastendichte nach der Behandlung mit M3. Nach drei Wochen Kokultivierung 
resultierte die Verwendung von M3 als Vorkulturmedium in einer verhältnismäßig breiten 
Ablagerung von Kollagen VII. M2 als Vorkulturmedium zog den Nachweis von Kollagen VII als 
eine schmale distinkte Zone nach sich, und die Differenzierungsmarker Loricrin wie Filaggrin 
lagen nach drei Wochen Kokultur als eine zusammenhängende Schicht im Übergang vom 
Stratum granulosum zum Stratum corneum vor. Wurde M1 als Vorkulturmedium verwendet, 
entwickelte sich ebenso ein den anderen Ansätzen entsprechendes mehrschichtiges 
differenziertes Epithel mit einer gereiften Basalmembranzone. Generell konnte demnach in 
allen Ansätzen trotz unterschiedlicher Ausgangssituationen der Physiologie der Fibroblasten 
betreffend eine vergleichbare reguläre epidermale Architektur mit normaler Differenzierung 
sowie die Neosynthese einer Basalmembran festgestellt werden. Daraus lässt sich ableiten, 
dass sich eingangs unterschiedliche Fibroblastenzahlen in Anwesenheit der Keratinozyten 
an ein Niveau angleichen, welches optimale epidermal-mesenchymale Interaktionen zur 
regulären Histogenese in Hautäquivalenten bedingt. Von praktischem Nutzen ist die Tatsache, 
bei der Vorkultivierung dermaler Äquivalente auf teure Wachstumsfaktorzusätze verzichten zu 
können.     
Der Effekt unterschiedlicher Einsaatdichten von Fibroblasten im dermalen Teil einer 
organotypischen Kokultur wurde bisher hinsichtlich der Expression der „hyperplastischen“ 
Zytokeratine K6, K16 und K17 untersucht, woraus hervorging, dass sich mit zunehmender 
Fibroblastenzelldichte bis zu 2 x 105/cm2 eine Normalisierung der epithelialen Architektur 
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vollzieht (el Ghalbzouri et al., 2002). Eine weitere Studie kam zu dem Urteil, dass sich eine hohe 
Einsaatdichte der Fibroblasten in dermalen Substituten positiv auf die dermale Regeneration 
nach Transplantation auswirkt (Lamme et al., 2000). Um die minimal benötigte Einsaatdichte 
von Fibroblasten in den Hautäquivalenten zu titrieren, wurde die Standardzellzahl (2 x 105/cm2) 
bis auf 25%, 2,5% und 0% reduziert. Die funktionelle Prüfung stützte sich auf die Bewertung 
der epidermalen Morphogenese und Differenzierung sowie der Entwicklung einer normalen 
Basalmembranzone. Eine reguläre Histogenese konnte selbst in den Hautkonstrukten 
beobachtet werden, die anfangs nur ein viertel der Standardzellzahl enthielten (5 x 104/cm2). 
Dies lässt vermuten, dass die Keratinozyten die Proliferationsrate der Fibroblasten erheblich 
beeinflussen und diese letztlich auf physiologische Zellzahlen einreguliert werden. Selbst 
eine Einsaatdichte von nur 2,5% der Standardzellzahl reichte erstaunlicherweise aus, um 
die Morphogenese eines regulär differenzierten Epithel zu unterstützen. Jedoch benötigten 
diese Ansätzen länger als die gewöhnlichen zwei Wochen Kultivierung, um eine reguläre 
Basalmembranzone anzuordnen. Gänzlich ohne Fibroblasten atrophierten die Epithelien 
alsbald. Diese Beobachtungen bestätigen, dass für die epidermale Geweberegeneration das 
Vorhandensein von Fibroblasten absolut erforderlich ist (Contard et al., 1993; el Ghalbzouri et 
al., 2002; Fusenig, 1994; Szabowski et al., 2000). Dementsprechend wurden keine Anzeichen 
für eine Entwicklung der Basalmembran gefunden, obwohl bekannt ist, dass Keratinozyten 
einige Komponenten der Basalmembranzone, wie beispielsweise Kollagen VII, selbst 
synthetisieren (Regauer et al., 1990). Damit entsprechen diese Ergebnisse der etablierten 
Auffassung, dass für die Synthese und die Anordnung der Basalmembrankomponenten 
epidermal-mesenchymale Interaktionen unerlässlich sind (Contard et al., 1993; Smola et al., 
1998; Woodley et al., 1985).
Hinsichtlich der Vorkulturdauer dermaler Konstrukte bis zur Aussaat von Keratinozyten gibt es 
aufgrund der Tatsache, dass die verschiedenen dermalen Äquivalente unterschiedlich konzipiert 
sind, keinen klaren Standard (Fleischmajer et al., 1991; Yannas et al., 1989). Bezüglich der 
Hypothese, dass eine verlängerte Vorkultur den Fibroblasten Zeit gibt, zu proliferieren und 
wichtige Matrixkomponenten zu sekretieren, um damit eine optimale dermale Matrix für das 
Wachstum der Keratinozyten zu gewährleisten, wurden verschiedene Vorkulturzeiten der 
dermale Äquivalente ausgetestet. Erstaunlicherweise erbrachten Hautäquivalente, die für zwei 
Tage vorkultiviert wurden, ein mehrschichtiges Epithel mit voll ausgebildeter Basalmembran 
hervor. Daraus ist zu schließen, dass die Keratinozyten auf diesen dermalen Äquivalenten nicht 
nur gut anwuchsen sondern auch organotypisch terminal differenzierten. Bei einer verlängerten 
Vorkultur von zwei Wochen dagegen war die Ausbildung der Epithelstruktur und besonders die 
Entwicklung der Basalmembran deutlich beeinträchtigt. Hier liegt die Vermutung nahe, dass 
während der langen Vorkulturphase ein Abbau beziehungsweise Umbau der oberflächlichen 
Matrixzone des dermalen Äquivalentes angestoßen worden war, der ein optimales Anwachsen 
der Keratinozyten verhinderte und nicht mehr kompensiert werden konnte. Eine weitergehende 
Analyse dieses Phänomens steht noch aus, da unter pragmatischen Gesichtspunkten kürzere 
Vorkulturzeiten der dermalen Äquivalente effektiver sind.    
Zusammenfassend lässt sich konstatieren, dass weder die Qualität des Vorkulturmediums, 
die Fibroblasteneinsaatdichte noch die Vorkulturdauer die epidermale Regeneration in 
Hautäquivalenten beeinflussen konnten, auch wenn gelegentlich kleinere Unterschiede 
bei Differenzierungsmarkern und Basalmembrankomponenten zu verzeichnen waren. In 
verschiedenen experimentellen Ansätzen konnte beobachtet werden, dass unabhängig von der 
Vorbehandlung und Ausgangslage durch die organotypische Kokultivierung von Keratinozyten 
und Fibroblasten eine gleichartige Fibroblastendichte erzielt wird, die mit einer Förderung 
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epidermaler Regeneration verbunden war. Allerdings zeigte eine verlängerte Vorkulturdauer 
von zwei Wochen einen negativen Effekt auf die Ausbildung einer regulären Epidermis, weil 
offensichtlich eine nicht kompensierbare proteolytische Aktivität der Fibroblasten zum Abbau 
der Matrix führt. Dementsprechend wurde die Vorkulturphase der dermalen Äquivalente 
in der Regel nicht über eine Woche ausgedehnt. Weiterhin wurde als standardmäßiger 
Mediumzusatz eine Kombination von Ascorbinsäure und TGF-β1 (M2) für die Vorbehandlung 
der dermalen Konstrukte verwendet sowie eine optimale Fibroblasteneinsaatdichte von 1 x 
105 Zellen pro cm2 eingesetzt. Offensichtlich prägen die beschriebenen Dermiskonstrukte eine 
Mikroumgebung aus, die optimal die epidermale Regeneration unterstützen kann. Dabei hängt 
diese Eigenschaft weniger von den Vorkultivierungsbedingungen der dermalen Äquivalente 
und der dabei stattfindenden Synthese extrazellulärer Matrixbestandteile ab, sondern resultiert 
vielmehr aus regulatorischen Interaktionen zwischen Keratinozyten und Fibroblasten, die sich 
in der Kokultursituation etablieren (Boehnke et al., 2007).
4.2 Homöostatische Bedingungen in Langzeit-Hautäquivalenten
Unter diesen standardisierten Vorkulturbedingungen wurden Hautäquivalente hergestellt, 
deren einzigartig verlängerte Lebensdauer es erlaubt, die Grundlagen der epidermalen 
Gewebshomöostase zu erforschen. Organotypische Kokulturen basierend auf Kollagengel 
fanden bisher vor allem auf dem Gebiet epithelial-mesenchymaler Interaktionen hinsichtlich 
epidermaler Regeneration und Morphogenese ihren Einsatz (Boukamp et al., 1990; Breitkreutz 
et al., 2004; Cerezo et al., 2003; Maas-Szabowski et al., 2000; Smola et al., 1993; Smola et 
al., 1998; Stark et al., 1999). Jedoch offenbarten diese konventionellen Kulturmodelle einige 
unbefriedigende Eigenschaften. Dazu gehören die relativ kurze Lebensspanne von ungefähr 
vier Wochen, die Schrumpfung der Kulturen aufgrund kontraktiler Vorgänge im dermalen 
Äquivalent sowie die relativ schwache Verankerung der Epidermis auf dem Kollagengel 
(Stark et al., 2004). Demzufolge war es bis dato nur schwer möglich, diese Kulturen für 
Langzeitexperimente zu gebrauchen und homöostatische Vorgänge zu studieren. Ferner ist 
es bei der Anfertigung von Hautsubstituten aus klinischer Sicht zweckmäßig, auf xenogene 
Bestandteile wie dem aus Rattenschwänzen isoliertem Kollagen gänzlich zu verzichten, um 
immunologische Komplikationen zu vermeiden (Balasubramani et al., 2001; Rennekampff 
und Hansbrough, 2001). Mit dem Ziel, diesen Anforderungen gerecht zu werden, sollte eine 
neue Generation langlebiger Hautmodelle hergestellt und funktionell charakterisiert werden. 
Besonderes Interesse galt der Beurteilung der epidermalen Homöostase sowie dem Aufbau 
einer authentischen extrazellulären Matrix im dermalen Teil des Hautkonstruktes. 
Bisherige Konzepte der Produktion dermaler Äquivalente, die diesen Bestimmungen 
nachkommen sollten, basierten unter anderem auf Gerüstmaterialien wie Nylon-Maschenwerk 
oder Kollagen-Chitosan-Schwämmen (Fleischmajer et al., 1991; Yannas et al., 1989). Ferner 
versuchte man, auf unterstützende Materialien gänzlich zu verzichten, indem Fibroblastensheets 
über einen langen Kulturverlauf hinweg eine eigene extrazelluläre Matrix bilden sollten (Michel 
et al., 1999). Allerdings wiesen diese Ansätze beträchtliche Nachteile auf, wie beispielsweise 
die lange Vorkulturdauer von vier bis fünf Wochen, die für die Bildung der extrazellulären Matrix 
benötigt wird. Es kommt hinzu, dass der Umgang der dabei produzierten Fibroblastensheets 
aufgrund ihrer fragilen Komposition äußert schwierig ist. Bei der Verwendung von Nylon-
Maschenwerk als Gerüststruktur ergeben sich bei morphologischen Analysen erhebliche 
Probleme, weil die  Anfertigung intakter histologischer Schnitte durch die Härte und Zähigkeit der 
Fasern unmöglich gemacht wird. All diese Beeinträchtigungen wurden mit dem hier vorgestellten 
Diskussion
80
Hautäquivalent umgangen: 1) Zur Vorkultivierung dermaler Äquivalente reicht eine Woche 
bis zur Aussaat der Keratinozyten absolut aus. 2) Das verwendete Gerüstmaterial verleiht 
dem Hautkonstrukt ausdauernde Stabilität und erleichtert die Handhabung. 3) Histologische 
Schnitte können ohne strukturelle Schädigungen angefertigt und weiter prozessiert werden. 4) 
Im Gegensatz zu Kollagengelen werden bei dem Einsatz der Gerüststruktur Schrumpfungen 
der Kulturen völlig vermieden. Ein weiterer positiver physiologischer Effekt ist, dass sich durch 
das kontraktile Verhalten der Fibroblasten im Bereich der Gerüste mechanische Spannungen 
aufbauen, die auf die eingebetteten Zellen einwirken. Es ist belegt, dass solche Bedingungen 
physiologisch sind und einen „synthetischen“ Phänotyp der Fibroblasten induzieren (Kessler et 
al., 2001), der für die ausreichende Produktion von authentischer Matrix erforderlich ist. Für die 
klinische und industrielle Anwendung ist es von großem Interesse, einerseits die Dimensionen 
von Hautäquivalenten für die Deckung großflächiger Wunden aber auch die Stückzahl bei 
gleichbleibender Qualität zu erhöhen. Auch in dieser Hinsicht ist die Verwendung von 
stabilisierenden Gerüsten von Vorteil. Klinische Forschungsergebnisse zeigten eindrucksvoll, 
dass in vitro-gefertigte dermale Äquivalente auf der Basis von Gerüststrukturen mit einer 
Fläche von 100 cm2 auf Patienten mit chronischen Wunden transplantiert werden können. 
Dabei konnte eine normale Wundheilung mit einhergehender Reepithelialisierung induziert 
sowie die Resorption des Fasermaterials beobachtet werden (Galassi et al., 2000). 
In dieser Arbeit wurde hauptsächlich das Fasermaterial Hyalograft-3D als Gerüststruktur in 
Verbindung mit Fibringel zur Herstellung dermaler Äquivalente eingesetzt. Auf deren Oberfläche 
kam es zur Aussaat von Keratinozyten, die luftexponiert über einen Zeitraum von bis zu 15 
Wochen hinweg kultiviert wurden. Dies repräsentiert eine bislang unerreichte Langlebigkeit 
der Kulturen. Selbst nach 15 Wochen enthielten die differenzierten Epithelien mehrere vitale 
Schichten von Keratinozyten und waren prinzipiell mit den Epithelien von drei Wochen alten 
Kokulturen vergleichbar (Boehnke et al., 2007; Stark et al., 2006). Einziger Unterschied ist 
der enorme Zuwachs an Hornschichten im Stratum corneum, die im Gegensatz zur in vivo-
Situation in vitro zwar abgestoßen jedoch nicht entfernt werden. Eine Desquamation unterbleibt 
in vitro, ohne dass dies allerdings keine Nachteile für die Vitalität des Epithels zu haben 
scheint. Generell zeigte sich ein regulärer Verlauf mit Expression typischer Markerproteine des 
„cornified envelope“ wie Involucrin, Loricrin und Filaggrin in den ersten beiden Wochen nach 
Keratinozyten-Aussaat. Diese Strukturproteine konnten ebenso in Langzeit-Hautäquivalenten 
in ihrer organotypischen Lokalisation nachgewiesen werden. Dies kennzeichnet nicht nur die 
Entwicklung, sondern insbesondere den Erhalt dieser charakteristischen Proteinschicht, die 
auch in der Ultrastrukturanalyse nachzuweisen war. Mit zunehmendem Differenzierungsgrad 
verändern Keratinozyten ihr Zytokeratin-Expressionsprofil. Dabei weisen Keratinozyten im 
Stratum basale die Keratine K5 und K14 auf, wohingegen in suprabasalen Schichten die 
Keratin K1 und K10 exprimiert werden (Bowden et al., 1987; Fuchs, 1993; Fuchs und Green, 
1980). Diese suprabasale Koexpression der Zytokeratine K1 und K10 konnte eindrucksvoll als 
Nachweis früher Differenzierung und Renormalisierung der Epidermis gewertet werden (Stark 
et al., 2006). Obwohl K15 zeitweilig als Stammzellmarker der Keratinozyten im Haarfollikel 
gehandelt wurde, wird mittlerweile akzeptiert, dass das Zytokeratin in der normalen Epidermis 
in basalen Keratinozyten vorkommt (Lloyd et al., 1995; Lyle et al., 1998; Porter et al., 2000; 
Waseem et al., 1999). Jedoch konnte bislang noch nicht schlüssig geklärt werden, inwieweit sich 
die Expression von K15 im Zuge der Wundheilung oder hyperproliferativen Krankheiten ändert 
(Waseem et al., 1999; Werner et al., 2000). Die ausschließlich basale Lokalisation von K15 in 
den Langzeit-Hautäquivalenten weist eindeutig auf die Wiederherstellung physiologischer und 
damit homöostatischer Bedingungen hin, die offenkundig auf eine geeignete Mikroumgebung 
der Keratinozyten in den Hautkonstrukten zurückzuführen ist. Die Zytokeratine K6, K16 und 
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K17 werden von Keratinozyten hochreguliert, die sich beispielsweise während der Wundheilung 
oder der Migration in einem aktiviertem Status befinden (McGowan und Coulombe, 1998; 
Moll et al., 1982; Paladini et al., 1996; Stark et al., 1987; Stoler et al., 1988). Bei der Analyse 
von K6, K16 und K17 in unterschiedlich konzipierten organotypische Kokulturen wurden alle 
Zytokeratine meist in den suprabasalen Keratinozyten detektiert (el Ghalbzouri et al., 2002; 
Kopan und Fuchs, 1989; Stark et al., 1999; Waseem et al., 1999). Auch in dem hier vorgestellten 
Hautäquivalent weisen suprabasale Keratinozyten selbst zu späten Zeitpunkten stellenweise 
noch K16 auf. Eine Erklärung dafür ist, dass proliferationsfördernde Medienfaktoren die 
Zellen über den gesamten Zeitverlauf hinweg in einem aktivierten Zustand halten, der die 
Abschaltung der Expression dieser Keratine verhindert, obwohl Proliferation und Migration 
durch eine konsolidierte Gewebearchitektur längst auf ein normales Niveau zurückgegangen 
sind. Zudem sind die Keratine als zytosketale Proteine relativ beständig, so dass ihre Präsenz 
in der Zelle die aktuelle Expressionsphase überdauern kann. Trotzdem spricht die tendenzielle 
Abnahme dieser Keratine eindeutig dafür, dass die Keratinozyten in der Neoepidermis der 
Hautäquivalente zu späteren Zeitpunkten zu einem Normalzustand zurückfinden. 
Für die Integrität des Gewebeverbandes sind die verschiedenen Formen zellulärer 
Verbindungselemente von essentieller Bedeutung. Auch in dieser Hinsicht bestätigt sich 
die weitgehend normale Histogenese und Gewebereifung, die in dem hier vorgestellten 
Hautäquivalenten in vitro rekapituliert wird. So bilden die epidermalen Keratinozyten hier „gap 
junctions“ aus, die im nativen Gewebe unerlässlich sind für die Koordination physiologischer 
Vorgänge wie der Differenzierung (Goodenough und Paul, 2003; Vinken et al., 2006). Die 
epidermale Expression der Bestandteile dieser „gap junctions“, den Connexinen, wird 
abhängig vom Differenzierungsgrad und Lokalisation im Körper reguliert (Mese et al., 2007). 
Verschiedenen Connexin-Kombinationen werden unterschiedliche Funktionen bei der 
Differenzierung und im Wundheilungsprozess zugesprochen (Kandyba et al., 2008; Langlois 
et al., 2007; Maher et al., 2005; Mori et al., 2006; Wiszniewski et al., 2000). Auch in den hier 
vorgestellten Hautäquivalenten wurde das hauptsächliche epidermale Connexin 43 in allen 
Keratinozyten organotypisch interzellulär exprimiert. Gleichermaßen sind die wesentlichen 
Komponente der Adhärenz-Kontakte und der Desmosomen in regulärer Lokalisation und 
quantitativer Ausprägung vorhanden, was dafür spricht, dass auch unter in vitro-Bedingungen 
der strukturelle Apparat, der für den stabilen Zusammenhalt des Gewebeverbandes unerlässlich 
ist, ausgebildet werden kann. Insgesamt belegen diese Befunde eine Renormalisierung der in 
vitro rekonstruierten Epidermis mit deutlichen Anzeichen homöostatischer Bedingungen, die 
erst durch die Langzeit-Kultivierung ermöglicht werden konnten.
Ein weiteres funktionelles Attribut der regulären epidermalen Differenzierung ist die Formation 
einer Permeabilitätsbarriere gegenüber der Umgebung. Träger dieser Funktion sind zum 
einen hochorganisierte Lipidschichten im interstitiellen Raum des Stratum corneum (Kalinin 
et al., 2002; Madison, 2003), zum anderen abdichtende Zellkontakte („tight junctions“), wie 
sie erst kürzlich auch in der nativen Epidermis entdeckt wurden sind (Brandner et al., 2002; 
Brandner et al., 2006; Langbein et al., 2002; Pummi et al., 2001; Schluter et al., 2004). Die 
gerüststabilisierten Hautäquivalente enthalten nicht nur eine vergleichbare Anordnung von 
interstitiellen Stratum corneum-Lipiden wie in der normalen humanen Epidermis, sondern 
bestätigen dies auch durch den ultrastrukturellen Befund, dass spezifische Vesikel mit 
präformierten Lipidschichten („lamellar bodies“) an der Grenze zwischen Stratum granulosum 
und Stratum corneum konzentriert sind und ihren Inhalt in das Interstitium freisetzen. Zusätzlich 
zu der Ausbildung der Lipidbarriere beweist der Nachweis der wesentlichen „tight junction“-
Komponenten Occludin, Claudin und ZO-1, dass sich auch eine „tight junction“-basierte 
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Abschlusszone entwickelt hat, die der normalen Epidermis sehr ähnlich ist. Für die funktionelle 
Testung der epidermalen Barriere wurde in verschiedenen Studien der fluoreszierende Farbstoff 
Lucifer Yellow verwendet, der nach seiner Verteilung auf der Oberfläche der Epidermis nur bei 
einer defekten Barriere durch die einzelnen Schichten penetriert. Im Fall einer wirksamen 
Barriere wird der Farbstoff an der Grenze zum Stratum granulosum zurückgehalten (Epp et 
al., 2007; Koch et al., 2000; Matsuki et al., 1998). Mittels dieses Testes stellte sich heraus, 
dass die volle Barrierefunktion erstaunlicherweise früh erreicht wird, nämlich schon nach 
ungefähr 7 Tagen der Kokultivierung. Auch in diesem Aspekt epidermaler Biologie bestätigt 
sich die fundamentale Abhängigkeit der regulären Epidermisentwicklung vom unterliegenden 
dermalen Kompartiment als auch die einer normalen Differenzierung förderliche Qualität der 
rekonstruierten Dermis in den verwendeten Hautäquivalenten. Zu diesen Eigenschaften der in 
vitro-Dermis gehört insbesondere auch die epidermale Basalmembran, die eine spezialisierte 
Ausbildung der extrazellulären Matrix repräsentiert und die korrekte Mikroumgebung für die 
normale Entwicklung und Reifung der Epidermis darstellt (Segal et al., 2008).
Im Verlauf normaler epidermaler Morphogenese korreliert die Bildung und reguläre Anordnung 
einer Basalmembranzone mit der Erzeugung homöostatischer Bedingungen in der Epidermis 
(Breitkreutz et al., 1997). Die Basalmembranzone beschreibt ein komplexes Netzwerk aus 
extrazellulärer Matrix mit den Hauptbestandteilen Kollagen IV, Perlecan, Nidogen sowie 
verschiedene Laminin-Typen (Burgeson und Christiano, 1997; McMillan et al., 2003; Timpl, 
1996). Über Ankerfibrillen aus Kollagen VII wird die Basalmembran und damit indirekt die 
basalen Keratinozyten mit der darunterliegenden Dermis verknüpft (Keene et al., 1987; 
Rousselle et al., 1997). Es ist bekannt, dass fast alle Proteinkomponenten der Basalmembran 
von Fibroblasten als auch von den Keratinozyten synthetisiert werden. Als Ausnahme gelten 
Nidogen, das ausschließlich von den Fibroblasten exprimiert wird, sowie Kollagen VII, dessen 
Expression zwar in Fibroblasten erwiesen wurde, jedoch die Keratinozyten als hauptsächliche 
Quelle dieser Hauptkomponente der Ankerfibrillen gelten (Fleischmajer et al., 1995; 
Regauer et al., 1990; Ryynanen et al., 1992). Die Synthese und der reguläre Aufbau einer 
Basalmembranzone konnte in verschiedenen in vitro-Modellen eindrucksvoll bestätigt werden 
(Contard et al., 1993; Marionnet et al., 2006; Smola et al., 1998; Stark et al., 2004). Dieses 
Potential zur Selbstorganisation wurde ebenso in den hier untersuchten Hautäquivalenten 
nachgewiesen. Schon zu frühen Kulturzeitpunkten begann die Synthese und Formation der 
Hauptkomponenten der Basalmembran, während die Anordnung assoziierte Strukturen, wie 
die Ankerfibrillen, eine längere Kultivierung von ungefähr drei Wochen in Anspruch nahm. 
Selbst in Langzeit-Experimenten über 15 Wochen wiesen die Modelle den dauerhaften Erhalt 
einer stabilen Basalmembran vor, was wiederum als Indiz des Erreichens homöostatischer 
Bedingungen zu werten ist. Verantwortlich für die Verbindung des intrazellulären Kompartiments 
basaler Keratinozyten mit der Basalmembran sind die Integrine (Borradori und Sonnenberg, 
1999; Burgeson und Christiano, 1997; Nievers et al., 1999; Watt, 2002). Während in 
konventionellen organotypischen Kokulturen basierend auf Kollagen irreguläre Verteilungen 
dieser Integrin-Strukturen verusacht durch verstärkten Verlust von Zellmembranmaterial in 
Form diffusibler Vesikel in der subepithelialen Zone zu beobachten waren, die auf eine gestörte 
Physiologie der Keratinozyten in den Hautmodellen hindeutete (Breitkreutz et al., 1997; Stark 
et al., 2004), stellt die neue Generation dermaler Äquivalente hingegen den Keratinozyten 
eine Mikroumgebung zur Verfügung, in der die Integrität der basalen Zellmembran und die 
normale Verteilung der Integrine ungestört erhalten bleibt, weil offensichtlich die proteolytische 
Aktivität strikt kontrolliert bleibt und daher die Basalmembran sowie interstitielle extrazelluläre 
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Matrix vor Degradation geschützt sind (Muffler et al., 2008). Die in den Hautäquivalenten früh 
einsetzende Ausbildung einer ausgereiften Basalmembranstruktur bestätigt die normalisierte 
epidermale Histogenese, die in diesem Kulturmodell erreicht werden kann.
4.3 Generierung einer authentischen dermalen Matrix in vitro
Bei der Herstellung der Hautäquivalente wurde Fibringel als provisorische Ausgangskomponente 
der dermalen Matrix eingesetzt. Diese provisorische Matrix hatte sich als unentbehrlich 
erwiesen, da die Fibroblasten anfangs eine Matrix benötigen, die sie im Bereich des 
Fasergerüstes festhält. Außerdem weist Fibrin einen förderlichen Effekt auf das Wachstum 
der Keratinozyten auf, der vor allem in klinischen Studien schon mehrfach nachgewiesen 
wurde (Horch et al., 1998; Llames et al., 2004; Pellegrini et al., 1999; Ronfard et al., 2000). In 
dieser Konfiguration beginnen die Fibroblasten unverzüglich mit der Synthese und Sekretion 
von extrazellulären Matrixkomponenten, die sich anreichern und letztlich das dermale 
Kompartiment mit einer natürlich zusammengesetzten Matrix erfüllen. Die Analyse der von 
den Fibroblasten gebildeten extrazellulären Matrix zu frühen Kultivierungszeitpunkten ließ sich 
mit der Anfangsphase während der Wundheilung vergleichen. Dabei kommt es zur Synthese 
und Sekrektion provisorischer Matrixbestandteile wie Tenascin und Thrombospondin (Clark, 
1995; Midwood et al., 2004; Singer und Clark, 1999). Kurze Zeit später tritt mit den fibrillären 
Kollagen vom Typ I ein Matrixprotein hinzu, dessen Expression über den Kulturverlauf 
stetig zunahm. Der zusätzliche Nachweis des Proteoglycans Decorin und vor allem dessen 
Kolokalisation mit Kollagen I lässt darauf schließen, dass die extrazelluläre Matrix in eine 
Phase der Ausreifung übergeht. Decorin ist maßgeblich für die Regulation der Formation 
der Kollagenfasern verantwortlich (Danielson et al., 1997; Ruhland et al., 2007; Vogel et al., 
1984). So wurde in Decorin-Knockout-Mäusen eine abnormale Fibrillogenese von Kollagen 
gefunden, bei der die Kollagenfasern stark abweichende Durchmesser besaßen (Danielson et 
al., 1997). Bei den ultrastrukturellen Analysen der Kollagenfasern im Hautäquivalent konnten 
einheitliche Durchmesser sowie eine Korbgeflecht-artige Anordnung der Kollagenfaserbündel 
nachgewiesen werden, was darauf hindeutet, dass neusynthetisiertes Kollagen solche 
Bedingungen vorfindet, wie sie auch in vivo für eine korrekte supramolekulare Anordnung sorgt. 
Daher wird in diesem System die provisorische Fibrinmatrix mit der Synthese und dem korrekten 
Aufbau dermaler Proteine zu einer authentischen extrazellulären Matrix umgestaltet. Ferner 
spielen neben den kollagenen Fasern in der Haut elastische Fasern eine essentielle Rolle in 
der Erhaltung der Integrität. Ein elastisches Faserbündel setzt sich aus verschiedenen Fasern 
zusammen, die wiederum drei Hauptkomponenten beinhalten (Kielty et al., 2002; Rosenbloom 
et al., 1993). Dabei handelt es sich um die Mikrofibrillen aus Fibrillin-1 und -2, die einen Mantel 
um den Elastinkern einer elastischen Faser bilden. Dieser Kern besteht aus Tropoelastin-
Monomeren, deren Verknüpfung mit dem mikrofibrillären Mantel durch das Glykoprotein 
MAGP-1 („microfibril-associated glycoprotein 1“) vermittelt wird (Brown-Augsburger et al., 
1994, 1996; Trask et al., 2000; Wise und Weiss, 2008). In in vivo-Versuchen konnte bestätigt 
werden, dass bei Transplantaten unter Verwendung dermaler Substitute, die neben Kollagen 
auch Elastin enthielten, die Wundkontraktion vermindert und die Regeneration des Gewebes 
verbessert wurde (Lamme et al., 1996). Die Expression von Fibrillin und MAGP-1 in in vitro-
Hautmodellen wurde in der vorgestellten Arbeit schon zu recht frühen Zeitpunkten vorrangig 
in der Basalmembranzone dargestellt. Diese Beobachtung könnte mit der Tatsache erklärt 
werden, dass in der Normalsituation in vivo eine Assoziation Elastin-freier Mikrofibrillen mit der 
Basalmembran vorliegt (Dzamba et al., 2001; Sakai et al., 1986; Tsuji, 1980). In der Tat zeigten 
Doppelfärbungen von Elastin und Fibrillin in der normalen Haut Elastin-freie Faserstrukturen 
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direkt unterhalb der dermo-epidermalen Verankerungszone. Erst nach mehrwöchiger 
Kultivierung setzt die Expression von Tropoelastin ein, das sich offensichtlich an den vorher 
bestehenden Mikrofibrillen organisiert und dann mit Fibrillin kolokalisiert ist. Zu ähnlichen 
Ergebnissen kam eine Studie, bei der die Dermis von Verbrennungsopfern nach autologer 
Keratinozyten-Transplantation auf die Expression von Fibrillin und Elastin untersucht wurde. 
Dabei wurde die Entstehung von Mikrofibrillen, assoziiert mit der Basalmembran, zu frühen 
Zeitpunkten beobachtet, während Elastin im Stratum papillare erst mehrere Wochen nach 
der Transplantation gefunden werden konnte (Raghunath et al., 1996). Des Weiteren geht 
aus der Literatur hervor, dass die Keratinozyten maßgeblichen Einfluss auf die Bildung des 
Elastin-Netzwerkes haben und aktiv an der Expression der Bestandteile beteiligt sind (Duplan-
Perrat et al., 2000; Dzamba et al., 2001; Fujimoto et al., 2000; Haynes et al., 1997; Kajiya et 
al., 1997). Dies verdeutlicht einmal mehr, wie essentiell epithelial-mesenchymale Interaktionen 
nicht nur für die epidermale Regeneration sondern ebenfalls für die Entstehung einer in vivo-
typischen extrazellulären Matrix sind. Auch die Zusammensetzung der extrazellulären Matrix 
in den Hautäquivalenten unterliegt demnach einer kontinuierlichen Entwicklung, die zwar in 
den späteren Kulturphasen nicht mehr sehr dynamisch ist, aber eindrucksvoll die dermale 
Regeneration bei der Heilung von Hautwunden rekapituliert.
4.4 Gefäßbildung in endothelialisierten Hautäquivalenten
Neovaskularisierung beschreibt die Formierung neuer Blutgefäße und wird in die beiden 
elementaren Prozesse Vaskulogenese und Angiogenese unterteilt. Bei der während der 
Embryonalentwicklung auftretenden Vaskulogenese differenzieren endotheliale Vorläuferzellen 
(Angioblasten) zu Endothelzellen und ein primitives Gefäßnetzwerk wird de novo aufgebaut 
(Risau und Flamme, 1995). Angiogenese hingegen beschreibt einen Vorgang, bei dem 
Blutgefäße aus vorbestehenden Blutgefäßen hervortreten. Zahlreichen Faktoren regulieren 
diesen Prozess, dazu zählen Wachstumsfaktoren und ihre Rezeptoren, Proteinasen und 
ihre Inhibitoren, Adhäsionsmoleküle sowie Interaktionen zwischen verschiedenen Zelltypen 
(Risau, 1997). Die Erforschung dieser Prozesse und der beteiligten Moleküle gilt allgemein 
als unerlässlich, um eine Basis für die Therapie pathologischer Zustände zu finden, bei denen 
das Gefäßsystem involviert ist, wie zum Beispiel der Tumorangiogenese bei neoplastischen 
Veränderungen und der Arthritis (Folkman, 1971; Folkman, 2006). In den letzten Jahrzehnten 
wurden immense Fortschritte in der Angiogenese-Forschung gemacht, indem unterschiedliche 
Tiermodelle in in vivo-Experimenten eingesetzt wurden. Trotzdem treten etliche Probleme wie 
unspezifische Inflammation oder unterschiedliche speziesabhängige Reaktionsmuster auf, die 
die Übertragbarkeit der Ergebnisse in die Klinik empfindlich beeinträchtigen (Auerbach et al., 
2003). Dies lenkt das Interesse auf vereinfacht experimetelle in vitro-Modelle mit Endothelzellen, 
die in beträchtlicher Vielfalt entwickelt worden sind, um angiogene Mechanismen und 
entsprechende Einflussgrößen zu charakterisieren (Vailhe et al., 2001).
Vor knapp 30 Jahren wurde erstmals die Beobachtung gemacht, dass sich bovine Endothelzellen 
in Gelatine nach Langzeit-Kultivierung selbständig zu gefäßartigen Strukturen formieren können 
(Folkman und Haudenschild, 1980). Seitdem wurden in vitro-Modelle konzipiert, die sich unter 
anderem mit der Aufklärung der Differenzierung von Endothelzellen, der Formierung des 
endothelialen Lumens sowie den Einfluss bestimmter Wachstumsfaktoren auf die Gefäßbildung 
beschäftigen. Es herrschen jedoch fundamentale Unterschiede zwischen den einzelnen in vitro-
Modellen. Zweidimensionale Konfigurationen, beispielsweise basierend auf Matrigel, führen 
zwar zur Ausprägung endothelialer Netzwerkstrukturen, repräsentieren jedoch keineswegs die 
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in vivo-Situation, da die Interaktion mit anderen Zelltypen und einer adäquaten extrazellulären 
Matrix nicht gegeben ist (Griffith und Swartz, 2006; Ucuzian und Greisler, 2007). Darüber 
hinaus können diese Modelle nur innerhalb eines kurzen Zeitraums von ein bis drei Tagen 
genutzt werden, um die Formierung von Gefäßstrukturen zu untersuchen, da diese Strukturen 
durch proteolytische Vorgänge von der darunterliegenden Matrix abgelöst werden (Vailhe et 
al., 1998). Damit sind entscheidende angiogene Prozesse wie Proliferation und Migration der 
Beobachtung entzogen. Gleichwohl wurde das zweidimensionale Matrigel-System eingesetzt, 
um verschiedene Faktoren der Gefäßformation wie angiostatisch wirksame Proteine, 
Zelladhäsionsmoleküle sowie Proteasen zu studieren (Vailhe et al., 2001). Für Untersuchungen 
in dreidimensionaler Konfiguration werden Endothelzellen auf der Oberfläche oder in einem 
Gel bestehend aus Kollagen, Fibrin, Matrigel oder anderen Bestandteile eingebettet und darin 
kultiviert, wo sie durch spezifische Supplementation des Mediums zur Proliferation, Migration 
und Gefäßbildung stimuliert werden. Dabei werden die Zellen entweder als Einzelzellen, als 
Zell-Aggregate, als Zell-Sphäroide oder auf Mikroträgern in die Matrix eingebracht (Bayless et 
al., 2000; Korff und Augustin, 1999; Nehls und Drenckhahn, 1995a; Vernon und Sage, 1999). 
Die von den Endothelzellen gebildeten gefäßähnlichen Strukturen sind hier im Gegensatz zu 
den zweidimensionalen Modellen wie in vivo von der extrazellulären Matrix umschlossen, so 
dass die Endothelzellen positionsgerecht mit der Umgebung interagieren, was Voraussetzung 
für eine reguläre endotheliale Morphogenese ist (Dye et al., 2004; Ingber und Folkman, 1989; 
Vernon und Sage, 1995). Neben den Zell-Matrix-Wechselwirkungen sind auch Zell-Zell-
Interaktionen maßgebliche Faktoren für die Gefäßneubildung. So konnte gezeigt werden, dass 
die Präsenz von Fibroblasten für das Überleben von Endothelzellen, ihre Migration sowie die 
Bildung und Stabilisierung kapillarähnlicher Strukturen essentiell ist (Kunz-Schughart et al., 
2006; Sorrell et al., 2007; Villaschi und Nicosia, 1994). Auch für komplexere in vitro-Modelle 
wie Hautrekonstrukten aus Keratinozyten und Fibroblasten ist beschrieben, dass zusätzlich 
eingebrachte Endothelzellen zur Bildung gefäßähnlicher Aggregate induziert werden können 
(Black et al., 1998; Ponec et al., 2004).
Das voranstehend charakterisierte Hautäquivalent zeichnet sich durch seine von den 
Fibroblasten de novo generierte authentische extrazelluläre Matrix aus, welche die reguläre 
Differenzierung und Langzeit-Kultivierung von Keratinozyten unterstützt. Um die Frage zu 
beantworten, ob in diesem Kontext auch das Potential liegt, das Wachstum von Endothelzellen 
und die Bildung gefäßähnlicher Strukturen zu fördern, wurden verschiedene Strategien getestet, 
um Endothelzellen in das Hautmodell einzubringen. Dazu wurden sowohl die immortalisierte 
Endothel-Zelllinie HMEC-1 („human dermal microvascular endothelial cells“, humane dermale 
mikrovaskuläre Endothelzellen) als auch humane venöse Nabelschnur-Endothelzellen 
(HUVEC, „human umbilical vein endothelial cells“) eingesetzt (Ades et al., 1992), deren 
endothelialer Charakter auf verschiedenen unabhängigen Wegen bewiesen werden konnte. 
Die von den Zellen exprimierten spezifischen Endothelzellmarker wie CD31, Von-Willebrand-
Faktor, CD146 und VE-Cadherin, erlauben es, in Kokulturexperimenten die Endothelzellen 
von den Fibroblasten zu unterscheiden. 
Ausgehend von der Hypothese, dass Endothelzellen homotypische Zell-Zell-Kontakte 
benötigen, um nicht in die Apoptose abzudriften (Korff und Augustin, 1999; Vernon und Sage, 
1999), war im Rahmen dieser Arbeit die Grundannahme, dass Endothelzellen als präformierte 
Aggregate in das System eingebracht werden müssen. Bei den anfänglichen Versuchen, 
endothelialisierte Hautäquivalente zu produzieren, wurden Endothellzell-Aggregate sowie 
Sphäroide hergestellt und diese in der dermalen Matrix zusammen mit den Fibroblasten 
kultiviert. Die Ergebnisse erwiesen sich jedoch als unbefriedigend, weil eine Aussprossung von 
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Endothelzellen und eine Bildung von gefäßähnlichen Strukturen nicht erzielt werden konnte. 
Zwar blieben die Endothelzellen erhalten, jedoch besiedelten sie nicht den inneren Bereich 
der dermalen Äquivalente. Außerdem beeinträchtigten die kompakten nicht aussprossenden 
Spheroide, wenn sie dicht unter dem Epithel lagen, das Wachstum und die Differenzierung der 
Epidermis. Eine alternative und weit verbreitete Methode, um endotheliale Gefäßformierung 
zu induzieren, ist das zweidimensionale Matrigel-Modell (Vailhe et al., 2001). Die Erwartung, 
dass aus solchen gefäßähnlichen Strukturen, die mit der Unterseite der dermalen Äquivalente 
konfrontiert wurden, Einsprossungen in die dermale Matrix bilden könnten, wurde jedoch 
nicht bestätigt. Daher wurde auch diese Methode nicht weiter verfolgt. Als weitere technische 
Möglichkeit fand sich in der Vorkultivierung von Endothelzellen auf Mikroträgern (Nehls und 
Drenckhahn, 1995b). Es konnte bestätigt werden, dass in Fibringel diesen Endothelzell-
Mikroträger multizelluläre Endothelzell-Aggregate auswachsen. Dieses Phänomen zeigt sich 
auch im dermalen Anteil der Hautäquivalente, wenn solche Konstrukte mit inkorperiert wurden, 
aber die sehr geringe Wiederfindungsrate von Mikroträgern und vaskulären Strukturen ließ 
auch dieses Verfahren als nicht geeignet erscheinen. 
Tatsächlich wurden die besten Erfolge mit der technisch einfachsten Methode erzielt, nämlich 
mit der Integration der Endothelzellen als Einzelzellsuspension im Gemisch mit Fibroblasten bei 
der Herstellung endothelialisierter Hautäquivalente. In diesen Hautmodellen entwickelten sich 
Endothelzell-Aggregate zu tubulären Strukturen, die in beträchtlicher Dichte und homogener 
Verteilung den dermalen Bereich durchziehen. Diese Strukturen waren wie Gefäße in vivo 
kontinuierlich von einer Basalmembran umgeben, die alle wesentlichen Komponenten enthielten, 
die für vaskuläre Basalmembranen typisch sind. Ultrastrukturelle Aufnahmen bewiesen zudem, 
dass die Endothelzell-Verbünde ein Lumen umschlossen und ihre Adhärenzverbindungen in 
typischer Weise eine Kolokalisation von β-Catenin und VE-Cadherin aufwiesen (Dejana, 2004; 
Wallez und Huber, 2008). Bemerkenswerterweise war die Morphogenese der Epidermis von 
ebenso hoher Qualität wie in den Hautäquivalenten ohne Endothelzellen, so dass für diesen 
Prozess die Interaktion von Fibroblasten und Keratinozyten zwar eindeutig notwendig, aber ganz 
klar auch hinreichend ist. Die so hergestellten endothelialisierten Hautäquivalente zeichnen 
sich auf der praktischen Ebene durch einfache Handhabung und hohe Reproduzierbarkeit aus 
und repräsentieren ferner ein experimentelles Modell, in dem der Prozess der Angiogenese 
selbst auf der Ebene von Zell-Zell- und Zell-Matrix-Interaktionen untersucht werden kann, die 
in vielen anderen in vitro-Angiogenese-Modellen nicht zugänglich ist. 
In dieser Arbeit wurde daher ein Schwerpunkt auf die Erfassung der Zell-Zell-Interaktionen, die 
die endotheliale Tubulogenese induzieren, gelegt. Während in Monokulturen von Endothelzellen 
keine tubulären Formen entstanden und nur im geringen Maß extrazelluläre Matrixproteine 
sezerniert werden konnte, brachten Kokulturen von Endothelzellen mit Fibroblasten sowohl 
gefäßartige Strukturen als auch organisiert deponierte Matrixkomponenten hervor. Ein 
induzierender Einfluss der Fibroblasten auf die endotheliale Tubulogenese ist auch aus 
anderen Kokultursystemen bekannt (Black et al., 1998; Kunz-Schughart et al., 2006; Ponec 
et al., 2004; Sorrell et al., 2008; Velazquez et al., 2002). Bisher gibt es jedoch kaum Studien, 
die sich mit der Rolle der Keratinozyten bei der endothelialen Tubulogenese befassen, weil 
es bisland an adäquaten in vitro-Modellen mangelte. Tatsächlich konnte in dieser Arbeit 
klar belegt werden, dass die Keratinoztyten einen enormen Einfluss auf die Ausbildung 
von Gefäßstrukturen besitzen. Denn nicht nur in den Triple-Ansätzen mit Endothelzellen, 
Fibroblasten und Keratinozyten, sondern selbst bei der Kokultiverung von Endothelzellen 
alleine mit Keratinozyten entstehen weit verzweigte, multizelluläre Gefäße von endothelialem 
Charakter, die eine Basalmembran besitzen. In Abwesenheit der Keratinozyten jedoch konnte 
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nicht annähernd eine vergleichbare Quantität und Qualität der gefäßähnlichen Strukturen erreicht 
werden. Damit stellen diese Befunde die positive Beeinflussung der regulären endothelialen 
Morphogenese durch die Keratinozyten klar heraus. In diesem Kontext ist bekannt, dass auch 
Keratinozyten Quelle von VEGF sowie bFGF sind und diese vaskulären Wachstumsfaktoren 
in einem höheren Maß sekretieren als Fiboblasten (Ballaun et al., 1995; Brown et al., 1992; 
Ponec et al., 2004). Darüber hinaus wird die VEGF-Expression der Keratinozyten von der 
Zusammensetzung des dermalen Substrates beeinflusst, so wurde gezeigt, dass die VEGF-
Expression auf Fibrin im Vergleich zu Kollagen erhöht ist (Hojo et al., 2003). Dies erklärt auch 
plausibel, wieso in vitro die Anwesenheit der Keratinozyten endotheliale Gefäßbildung fördert 
und unter diesen Bedingungen die Endothelzellen in dem Hautmodell erhalten bleiben und ihr 
Differenzierungspotential erfolgreich realisieren.
Für die Bildung von Blutgefäßen durchlaufen Endothelzellen während der Vaskulogenese 
Phasen der Migration, Proliferation sowie der Anordnung zu Gefäßstrukturen mit geschlossenen 
Zell-Zell-Verbindungen. Zusätzlich werden peri-endotheliale Zellen für die Ummantelung der 
Gefäße angelockt, um sie damit mechanisch wie regulatorisch zu stabilisieren (Hanahan, 
1997). Peri-endotheliale Zellen positionieren sich auf der Außenseite von Blutgefäßen, wobei 
sie sich um größere Gefäße mehrschichtig als glattmuskuläre Zellen („smooth muscle cells“) 
anordnen. Assoziiert mit Kapillaren bleiben sie meist einzeln und werden Perizyten (Rouget-
Zellen, Wandzellen) genannt (Jain, 2003). Bislang konnte noch nicht vollständig geklärt 
werden, aus welcher Vorläuer-Population glattmuskuläre Zellen beziehungsweise Perizyten 
entstehen (Carmeliet, 2000; Crisan et al., 2008; D‘Amore, 2000). Es steht jedoch fest, dass peri-
endotheliale Zellen durch Faktoren wie PDGF-BB und VEGF in Richtung des Gefäßes gelockt 
werden, wo sie an dessen Stabilisierung unter anderem durch Angiopoietin-1 beteiligt sind 
(Jain, 2003; Thurston et al., 1999). Für die Reifung der Blutgefäße spielen ebenso Faktoren des 
TGF-β-Signalweges eine Rolle, wie zum Beispiel TGF-β, Endoglin und Smad5, die involviert 
sind an der Differenzierung zu glattmuskulären Zellen, der Ablagerung extrazellulärer Matrix 
sowie der Inhibierung endothelialer Proliferation (Conway et al., 2001). Verfolgt man in den 
endothelialisierten Hautäquivalenten den Prozess der Tubulogenese, zeigen sich ähnliche 
Ereignisse wie bei der Vaskulogenese in vivo. Zunächst finden sich die Endothelzellen durch 
Migration und Proliferation zu Strängen zusammen, bilden Zell-Zell-Kontakte aus und, indem 
sie ein Lumen formieren, entstehen tubuläre Strukturen. Eine fortschreitende Ausreifung 
zeigte sich an der Formierung einer endothelialen Basalmembran. Außerdem fanden sich an 
die Gefäßstrukturen vielfach Zellen, die α-glattmuskuläres Aktin enthalten, deren Herkunft, ob 
differenziert aus Fibroblasten oder den HUVEC-Zellen, allerdings noch unklar ist. Damit ähneln 
diese Zellen Perizyten, die vermutlich durch Transdifferenzierung entweder aus Fibroblasten 
oder Endothelzellen entstanden sind. Dieses Phänomen verdeutlicht, dass in dem hier 
vorgestelltem Hautäquivalent biologisch relevante Prozesse der vaskulären Biologie ablaufen, 
die nun für eine detailierte Charakterisierung experimetell leichter zugänglich werden. Damit 
stellt dieses in vitro-Hautmodell ein System dar, mit dem frühe Prozesse der Vaskulogenese 
in vitro studiert werden können sowie der Einfluss einzelner Zelltypen und Faktoren auf die 




Diese Arbeit stellt ein Hautäquivalent vor, dass durch seine Langzeit-Kultivierbarkeit 
und epidermaler Regenerationsfähigkeit neue Perspektiven eröffnet. Die renormalisierte 
Differenzierung und Proliferationsrate wirkt auf das Erreichen einer epidermalen 
Gewebshomöostase hin. Im Zuge der Lanzeit-Kultivierung kommt es zwar nicht zur 
Desquamation, dem Abschuppungsprozess, dennoch stört dies nicht das Gleichgewicht 
zwischen epidermaler Proliferation und Differenzierung. Eine epidermale Barriere ließ sich 
nicht nur durch den Nachweis aller wichtiger Bestandteile bestätigen, sondern erwies sich 
zudem in funktionellen Tests als intakt. Besonderes Augenmerk verdient die authentische 
Matrix, die in den Hautäquivalenten de novo generiert wurde und deren Zusammensetzumg der 
nativen Dermis zumindestens qualitativ gleichkommt. Die korrekte Anordnung und räumliche 
Organisation der Basalmembranzone über den gesamten Kulturverlauf hinweg korreliert mit 
der Ausblidung einer in vivo-typischen epidermalen Morphologie. Doch erst die authentische 
dermale Matrix gibt den Keratinozyten eine geeignete Mikroumgebung, eine Stammzell-
Nische, die eine Langzeit-Kultivierung mit Beibehalt der Vitalität und damit die Erlangung 
homöostatischer Bedingungen ermöglicht. Die Identifikation der Komponenten, die für die 
Etablierung und Aufrechterhaltung dieser epidermalen Stammzell-Nische benötigt werden, 
beziehungsweise wie sie die epidermale Regeneration steuern, wird ein zentrales Anliegen 
zukünftiger Forschung sein. 
Das Regenerationspotential dieses Hautmodells schließt auch einen weiteren wesentlichen 
mesenchymalen Zelltyp ein, nämlich die Endothelzellen. In dieser Konfiguration konnten 
Endothelzellen in der dermalen Matrix kokultiviert werden, die sich dann zu Kapillarstrukturen 
formieren. Dabei ließen sich unterschiedliche Einflüsse der Keratinozyten, Fibroblasten und der 
extrazellulären Matrix herausarbeiten, weil in diesen endothelialisierten Hautäquivalenten im 
Gegensatz zu in vivo-Modellen einzelne Faktoren beeinflusst und damit kontrollierte Konditionen 
geschaffen werden können. Künftige Anwendungsgebiete finden sich in der Erforschung der 
Physiologie der Endothelzellen, von Abläufen während der Neovaskularisierung sowie der 
Regulation der Angiogenese und Tumorvaskularisierung. 
Dieses humane Hautäquivalent stellt eine neue Generation von in vitro-Hautmodellen dar, mit 
dem regulatorische Mechanismen der Zell-Zell- und Zell-Matrix-Interaktionen untersucht werden 
können, die Prozesse wie die epidermale Regeneration und Homöostase, die Reifung eines 
dermalen Gewebes sowie die vaskuläre Morphogenese maßgeblich steuern. Es ist ein ideales 
System für die Erforschung der epidermalen Stammzell-Nische, aber auch zur Aufdeckung 
früher angiogener Prozesse. In seiner in vivo-ähnlichen Komplexität und Funktionalität eignet 
es sich zudem als pharmakotoxikologisches in vitro-Testmodell, denn es bietet eine biologisch 




Die humane Haut besteht aus einem mehrschichtig differenziertem Plattenepithel, der Epidermis, 
das mittels der Basalmembran mit dem Bindegewebe (Dermis) verankert ist. Die Epidermis 
befindet sich dabei im Zustand der Homöostase, also der ständigen Selbsterneuerung bei 
gleichzeitiger Desquamation, und eignet sich als ideales Modell, um epidermale Differenzierung, 
Regeneration und anfängliche Stadien der Wundheilung zu studieren. Diesbezüglich stellen 
in vitro-Systeme einen Mittelpunkt der biologischen Grundlagenforschung dar, um diese 
regulatorischen Mechanismen der Zell-Zell- und Zell-Matrix-Interaktionen aufzudecken. In 
den letzten Jahrzehnten wurden eine Reihe sogenannter dreidimensionaler organotypischer 
Kokulturen entwickelt, die zumeist basierend auf einer Fibroblasten-besiedelten Matrix die 
epidermale Differenzierung von luftexponiert kokultivierten Keratinozyten ermöglichen. An 
diesen Kultursystemen wurden die fundamentalen Erkenntnisse erarbeitet, dass epidermale 
Vorgänge zwar auch autokrin, jedoch maßgeblich mesenchymal reguliert werden. Diese 
konventionellen in vitro-Kurzzeit-Kulturen sind allerdings nicht geeignet, um konsolidierende 
Prozesse wie die epidermale Homöostase näher zu beleuchten, was die Entwicklung und 
Charakterisierung adäquater Langzeit-Modelle erfordert.
In der vorliegenden Arbeit wurden die Bedingungen für ein Langzeit-Hautäquivalent etabliert, 
um die Kultivierung von Keratinozyten bis zu vier Monaten zu ermöglichen. Die Keratinozyten 
generierten dabei ein mehrschichtiges Epithel, dessen reguläre Architektur auch nach mehreren 
Wochen erhalten blieb. Für das Erreichen einer epidermalen Gewebshomöostase sprachen 
die in vivo-typische Anordnung von Differenzierungsmarkern, die Bildung einer funktionellen 
epidermalen Barriere, die normalisierte Proliferationsregulation sowie die Formation einer 
regulären Basalmembranzone. Im dermalen Kompartiment des Hautäquivalentes wurde die 
Produktion einer authentischen Bindegewebsmatrix verfolgt. Fibroblasten wurden anfangs in ein 
gerüststabilisiertes Fibringel suspendiert, woraufhin die Synthese provisorischer extrazellulärer 
Matrixproteine begann. Später wurden Kollagen- und elastische Fasern de novo synthetisiert, 
worin sich nicht nur das regenerative Potential des Hautmodells offenbarte, sondern auch 
die fortschreitende Ausbildung physiologischer Bedingungen in demselben. Erst damit scheint 
eine geeignete Mikroumgebung, eine Stammzell-Nische, gegeben zu sein, die die Langzeit-
Kultivierung von Keratinozyten mit Erreichen einer epidermalen Homöostase bewirkt.
Die Kultivierung unterschiedlicher Zelltypen in einem System ist das Ziel in der Entwicklung 
von in vitro-Modellen. Ein Zelltyp, der sowohl in der Normalsituation der Haut wie in 
zahlreichen pathologischen Prozessen eine zentrale Stellung einnimmt, ist die Endothelzelle, 
die die Wandung der Blutgefäße darstellt. Nachdem vor 30 Jahren erstmals gefäßartige 
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Strukturen in vitro gezüchtet werden konnten, wurden für die Erforschung der Vaskulogenese 
und Angiogenese weitere Zellkultursysteme etabliert. Das Potential, Endothelzellen als 
dritten Zelltyp in das Hautäquivalent aufzunehmen, sollte in der vorliegenden Arbeit getestet 
und die endotheliale Histogenese bewertet werden. Dabei stellte sich heraus, dass die 
Endothelzellen nach Inokulation als Einzelzellen in der Lage sind, innerhalb der dermalen 
Matrix des Hautmodells zahlreiche Gefäße eigenständig zu generieren. Diese kapillarähnlichen 
Strukturen beherbergten ein Lumen und wurden durch eine endotheliale Basalmembran 
sowie Adhärenzverbindungen gekennzeichnet. Es zeigte sich, dass die Keratinozyten einen 
wesentlichen Einfluss auf die reguläre endotheliale Morphogenese ausüben, denn bei deren 
Abwesenheit wurden nahezu keine Kapillarstrukturen gebildet.
Zusammengefasst wurde hier ein Hautmodell entwickelt und charakterisiert, dessen Einsatz 
zukünftig ein weitergehendes Studium epithelial-mesenchymaler Interaktionen während der 
Regeneration und in der Gewebshomöostase ermöglichen wird und ein wichtiges Werkzeug 
für die noch ausstehende Charakterisierung der epidermalen Stammzell-Nische sein wird. 
Zusätzliches Potential liegt in der Verwendung als vaskularisiertes Hautäquivalent, mit dem 





Human skin is a complex, multilayered organ, which consists of a stratified, continually 
renewing epithelium (epidermis) and the connective tissue (dermis). Cohesion between 
both compartments is ensured by the basement membrane zone. Epidermal homeostasis 
is understood as the maintenance of tissue integrity by a fine tuned mechanism balancing 
proliferation and cell loss by desquamation. Thus, the epidermis is ideally suited for studying 
epidermal differentiation, regenerative processes, and initial stages of wound healing. For this 
purpose, in vitro models gain importance as tools in basic research to investigate the regulatory 
mechanism of cell-cell and cell-matrix interactions. During the last decades three-dimensional 
organotypic cocultures have been developed, consisting of epidermal keratinocytes growing 
air-exposed on dermal matrices with incorporated fibroblasts. Those culture models have been 
exploited successfully as experimental tools to the better understanding of mutual paracrine 
mechanisms in epithelial-mesenchymal interactions controlling epidermal regeneration. 
However, the restricted lifespan of these short-term skin models limited their use in elucidating 
the mechanisms regulating skin homeostasis, indicating the need for further optimisation.
The objective of this study was to create a stable in vitro model for long-term culture. This was 
achieved by elaborating an optimised protocol for long-term cultivation of a skin equivalent 
exhibiting a superior epidermal architecture with renormalised differentiation and ultrastructure. 
The regular differentiation, the formation of a functional epidermal barrier, the renormalised 
keratinocyte growth rates, and the rapid maturation of a basement membrane zone are altogether 
features fulfilling the criteria of tissue homeostasis. Furthermore, a progressive maturation of 
the dermal part of the skin equivalent became evident by a significant remodelling of the dermal 
matrix changing from an initial provisional status to an extracellular matrix with an in vivo-like 
composition (containing collagen and elastic fibres). This authentic microenvironment, the so-
called stem cell niche, in turn, is a prerequisite for the longevity of keratinocytes, as well as the 
maintenance of epidermal homeostasis.
One major challenge in the development of in vitro models is the cultivation of several cell types 
in one system. Endothelial cells line blood vessels and play critical roles in a large number of 
physiologic and pathologic processes such as inflammation, wound healing, and angiogenesis. 
The spontaneous organisation of capillary-like structures in vitro was first observed almost 30 
years ago paving the way for the development of various vasculogenesis and angiogenesis 
in vitro models. The skin equivalent presented herein represents a microenvironment ideal 
for endothelial cells, allowing their self-assembly into numerous tube-like structures. These 
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capillaries were characterised by an intercellular lumen, an endothelial basement membrane, 
and adherence junctions. In addition, keratinocytes were found to have crucial impact on 
regular endothelial morphogenesis since their absence effected endothelial cells to barely form 
capillary-like structures. 
In summary, an in vitro skin equivalent has been characterised that represents an ideally suited 
long-term model to study the regulatory mechanisms controlling epithelial-mesenchymal 
interactions during tissue homeostasis, and the establishment and maintenance of a stem cell 
niche. Moreover, the vascularised skin model facilitates the investigation of the regulation of 
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